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RESUMEN 
Antecedentes y Objetivos: Investigaciones previas han demostrado la 
capacidad antimicrobiana de los extractos de ácidos grasos poliinsaturados 
(PUFAs) n-3 de cadena larga frente a varios patógenos periodontales en estado 
planctónico. Sin embargo, la mayor parte de las bacterias en la naturaleza, y por 
ende en la cavidad oral, se encuentran organizadas en biofilms. No obstante, la 
literatura existente sobre el efecto de estos extractos en los patógenos 
periodontales organizados en modelos de biofilm in vitro es todavía escasa, o 
se trata de modelos de biofilms mono-especie. Por esta razón, el objetivo de 
este estudio es analizar de manera independiente la capacidad antibacteriana 
de dos extractos de ácidos grasos n-3 de cadena larga: ácido 
docosahexaenoico (DHA) y ácido eicosapentaenoico (EPA), en un modelo 
validado de biofilm multi-especie formado in vitro, constituido por 
Streptococcus oralis, Actinomyces naeslundii, Veillonela parvula y los patógenos 
periodontales Fusobacterium nucleatum, Porphyromonas gingivalis y 
Aggregatibacter actinomycetemcomitans. 
Material y Métodos: Teniendo en cuenta las MBCs y las MICs 
observadas de las seis especies bacterianas implicadas, se utilizó un modelo 
validado de biofilm multi-especie in vitro, para evaluar la capacidad 
antibacteriana de los extractos de EPA y DHA (100 µM), frente a las especies 
bacterianas organizadas en biofilm, tras 60 segundos de exposición. Para ello, 
se realizó el recuento de las bacterias -expresadas como unidades formadoras 
de colonias por mililitro (UFC/mL)- mediante la técnica reacción cuantitativa en 
cadena de la polimerasa en tiempo real (qPCR, por sus siglas en inglés). 
Además, la vitalidad celular de los biofilms fue analizadas por microscopía de 
barrido laser confocal (CLSM, por sus siglas en inglés). Con relación al análisis 
estadístico, la variable dependiente seleccionada -para valorar el efecto 
antibacteriana de DHA y EPA de manera independiente- fue el número de 
UFC/mL viables presentes en el biofilm. Para contrastar la normalidad de la 
distribución de los datos estos fueron sometidos al test de Shapiro-Wilk. El 
efecto de cada extracto (variables independientes) y su interacción con las 
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variables dependientes, se evaluó mediante el test paramétrico ANOVA y las 
correcciones de Bonferroni para comparaciones múltiples. Los datos se 
expresaron como medias ± desviación estándar y como el porcentaje medio de 
inhibición. Los resultados se consideraron estadísticamente significativos con 
p<0,05. 
Resultados: Con respecto a la capacidad antibacteriana, los extractos 
de DHA y EPA (100 µM) provocaron reducciones estadísticamente significativas 
en las UFC/mL viables de todas las bacterias en el modelo de biofilm in vitro -
S. oralis, A. naeslundii, V. parvula, F. nucleatum, P. gingivalis y A. 
actinomycetemcomitans- tras 60 segundos de exposición. Alcanzándose 
reducciones de hasta tres órdenes de magnitud con respecto al control negativo 
(PBS) en el caso de DHA y de dos (A. naeslundii, F. nucleatum, P. gingivalis) o 
uno (S. oralis, V. parvula, A. actinomycetemcomitans) en el caso de EPA.  
Conclusiones: Los extractos de EPA y DHA presentan capacidad 
antimicrobiana frente a seis especies bacterianas (S. oralis, A. naeslundii, V. 
parvula, y los patógenos periodontales F. nucleatum, P. gingivalis y A. 
actinomycetemcomitans y) organizadas en biofilm, de manera significativa frente 
a todas ellas. 
Palabras clave: ácidos grasos; ácido docosahexaenoico; ácido 
eicosapentaenoico; periodontitis; biofilms orales; S. oralis; A. naeslundii; V. 









  20 
ABSTRACT 
 
Background and Objectives: Previous studies have reported the 
antimicrobial effects of long chain omega-3 polyunsaturated fatty acids extracts 
against periodontal pathogens in planktonic state. Nonetheless, most of the 
bacteria in nature, and thus in the oral cavity, are organized in biofilm state. 
Notwithstanding, the existing literature on the effect of these extracts on 
periodontal pathogens organized in in vitro biofilm models is still limited or is 
linked to mono-species biofilm models. Accordingly, the aim of this study is to 
analyze, in an independent approach, the antimicrobial capacity of long chain 
omega-3 fatty acids extracts: docosahexaenoic acid (DHA) and 
eicosapentaenoic acid (EPA), in a validated multi-species in vitro biofilm model, 
constituted by  Streptococcus oralis, Actinomyces naeslundii, Veillonela parvula, 
and the periodontal pathogens Fusobacterium nucleatum, Porphyromonas 
gingivalis and Aggregatibacter actinomycetemcomitans. 
Material and Methods: Based on the MBCs and the MICs of the six 
bacterial species involved, a validated in vitro biofilm model was used to 
evaluate the antibacterial activity of EPA and DHA extracts (100 µM) against 
bacteria organized in biofilms, after 60 seconds of exposure. With this objective, 
bacterial counts were performed using the real-time quantitative polymerase 
chain reaction (qPCR) technique. Besides, the cellular vitality of the biofilms was 
assessed by confocal laser scanning microscopy (CLSM). In regard to the 
statistical analysis, the dependent variable selected -to analyze the antibacterial 
effect of EPA and DHA in an independent approach- was the viable CFU/mL of 
the six bacterial species present on the biofilm. To check the normality of the 
data distribution, the Shapiro-Wilk test was performed. The effect of each extract 
(independent variables) and its interplay with the dependent variables was 
assessed by the parametric ANOVA test and Bonferroni´s corrections for 
multiple comparisons. Data were expressed as means ± standard deviation and 
as mean percentage of inhibition. The results were considered statistically 
significant at p<0.05. 
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Results: According to the antibacterial capacity, EPA and DHA extracts 
(100 µM) triggered significant reductions on viable CFU/mL of all bacteria 
included in the biofilm in vitro model - S. oralis, A. naeslundii, V. parvula, F. 
nucleatum, P. gingivalis and A. actinomycetemcomitans- after 60 seconds of 
exposure. Achieving reductions up to three orders of magnitude with regard to 
the negative control (PBS) in the case of DHA and of two (A. naeslundii, F. 
nucleatum, P. gingivalis) or one (S. oralis, V. parvula, A. actinomycetemcomitans) 
in the case of EPA.   
Conclusions: Natural extracts of EPA and DHA display antibacterial 
capacity against six bacterial species (S. oralis, A. naeslundii, V. parvula, and the 
periodontal pathogens F. nucleatum, P. gingivalis and A. 
actinomycetemcomitans) organized in biofilm, in a statistically significant way 
against all of them.  
Key words:  fatty acids; docosahexaenoic acid; eicosapentaenoic acid 
periodontitis; oral biofilms; S. oralis; A. naeslundii; V. parvula; F. nucleatum; P. 
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1 INTRODUCCIÓN 
 
La periodontitis es una enfermedad crónica multifactorial de origen 
inflamatorio asociada a un biofilm disbiótico, caracterizada por la destrucción 
progresiva de los tejidos dentarios de soporte. Sus características primarias 
incluyen la pérdida de tejidos de soporte periodontal, el cual se manifiesta como 
pérdida de inserción clínica, pérdida ósea radiográfica, presencia de bolsas 
periodontales y sangrado gingival (Papapanou y cols. 2018). 
Las enfermedades periodontales son actualmente patologías altamente 
prevalentes a nivel mundial (Papapanou, 2012; Pihlstrom, Michalowicz, y 
Johnson, 2005), y suponen uno de los factores más importantes que 
contribuyen a la pérdida dentaria (Heitz-Mayfield y cols. 2003; Lang y Lindhe, 
2015; Richards, 2014; Schatzle y cols. 2003). Frencken y colaboradores en 2017 
incluso afirman que la periodontitis es la sexta condición más común a nivel 
mundial (Frencken y cols. 2017). 
Según el National Health and Nutrition Examination Survey (NHANES) 
2009-2012 en Estados Unidos se ha registrado una prevalencia del 46% de 
periodontitis en adultos ≥ 30 años, lo cual se corresponde con un 64.7 millones 
de sujetos afectados por esta patología en Estados Unidos, siendo el 8.9% 
periodontitis severa. En sujetos de más de 65 años, esta cifra asciende hasta un 
85% (Chung, Song, Lee, y Choi, 2011; Eke y cols. 2015). 
De forma similar, en Europa, se estima que entorno al 50% de la 
población adulta sufre periodontitis, con más del 10% de la población afectada 
por formas severas de la enfermedad (Carasol y cols. 2016; Konig, Holtfreter, y 
Kocher, 2010; Schutzhold y cols. 2015). 
Cabe destacar que España es el país de la Unión Europea con mayor 
esperanza de vida al nacer, situándose esta en los 83 años (OECD 2017) y que 
en los últimos años se ha observado una disminución en el número de dientes 
perdidos y en el porcentaje de pacientes totalmente desdentados (Bravo Pérez 
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y cols. 2016; Kassebaum y cols. 2014). Todo ello parece indicar que la 
prevalencia de la periodontitis continuará ascendiendo en los próximos años 
(Rodríguez y Calvo, 2011). Esta alta prevalencia de las formas severas de 
periodontitis se considera un importante problema de salud pública, no solo por 
sus implicaciones orales (pérdida dentaria y de función masticatoria) sino 
también por sus efectos en la vida social y calidad de vida de los que la padecen 
(Montero, Yarte, Bravo, y Lopez-Valverde, 2011; Papapanou y cols. 2018; 
Tonetti, Jepsen, Jin, y Otomo-Corgel, 2017). 
La actual clasificación de las enfermedades periodontales, aceptada 
mundialmente por la Federación Europea de Periodoncia (EFP, por sus siglas 
en inglés) y la Academia Americana de Periodoncia (AAP, por sus siglas en 
inglés), fue desarrollada en el último World Workshop celebrado en 2017. En 
este se propuso un sistema de clasificación según el cual las formas 
previamente reconocidas como “crónicas” o “agresivas” ahora se agrupan 
como una categoría única: “periodontitis”, siendo adicionalmente clasificadas 
mediante un sistema multidimensional de “estadios” y “grados”. El estadio 
depende principalmente de la severidad de la patología presente así como de la 
complejidad del manejo de la enfermedad, mientras que el grado proporciona 
información adicional de las características biológicas de la enfermedad 
incluyendo un análisis del ritmo de progresión basado en la historia clínica, 
evaluación del riesgo de progresión futura, análisis de la posible escasa 
respuesta al tratamiento y evaluación del riesgo de que la enfermedad o su 
tratamiento afecte negativamente a la salud general del paciente (Papapanou y 
cols. 2018). 
Entre las enfermedades orales, la caries dental y las enfermedades 
periodontales, incluyendo gingivitis y periodontitis están causadas por 
comunidades bacterianas estructuradas en matrices de polisacáridos 
extracelulares organizadas en biofilms y adheridas a las superficies dentarias 
disponibles (superficie dental, restauraciones dentales, implantes, mucosa oral, 
etcétera) (Sanz y cols. 2017; Whittaker, Klier, y Kolenbrander, 1996). 
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Las características de las superficies sobre las que se forman estos 
biofilm tienen una importante influencia en el tipo de comunidades bacterianas 
que participan, en la proporción de bacterias unidas a la superficie, en el 
fenotipo bacteriano o en la expresión de los factores de virulencia y/o 
polisacáridos extracelulares (Cabal y cols. 2012; Rizzello y cols. 2011; Sanchez, 
Llama-Palacios, y cols. 2014; Teughels, Van Assche, Sliepen, y Quirynen, 2006). 
Por lo tanto, se puede determinar que la placa dental es un biofilm 
complejo y dinámico compuesto por más de 800 especies bacterianas distintas, 
aunque se prevé que este número aumente con el desarrollo de nuevas 
tecnologías que permitirán el estudio de otras especies (Filoche, Wong, y 
Sissons, 2010). Este biofilm bacteriano se desarrolla de forma secuencial y 
reproducible (Diaz y cols. 2006) y la asociación entre las distintas bacterias que 
forman el biofilm oral no se produce de manera aleatoria, sino que hay 
asociaciones específicas entre las especies bacterianas (Socransky, Haffajee, 
Cugini, Smith, y Kent, 1998). De hecho, a los pocos minutos de realizar la 
eliminación mecánica del biofilm dental se forma sobre la superficie del esmalte 
la película adquirida: esta se compone de moléculas derivadas del huésped y 
contiene receptores (mucinas, aglutininas, proteínas ricas en prolina, proteínas 
ricas en fosfatos y enzimas) a los cuales se unen los colonizadores primarios 
(Kolenbrander y cols. 2002), estos son principalmente especies de Actinomyces, 
Neisseria, Prevotella, Streptococcus y Veillonela (Diaz y cols. 2006). El grupo de 
colonizadores secundarios está formado fundamentalmente por Fusobacterium 
nucleatum. Esta bacteria Gram negativa se encuentra en gran número, tanto en 
localizaciones enfermas como sanas y en la organización espaciotemporal del 
biofilm se sitúa entre los colonizadores iniciales y tardíos, ya que es capaz de 
co-agregarse con todos ellos, es decir, sirve como ‘‘puente’’ entre ambos 
grupos de bacterias. Los colonizadores tardíos poseen un alto potencial 
periodonto-patógeno y entre ellos destacan las especies Porphyromonas 
gingivalis, Aggregatibacter actinomycetemcomitans y Tannerella forsythia 
(Kolenbrander y cols. 2002; Kolenbrander, Ganeshkumar, Cassels, y Hughes, 
1993). 
  29 
Aunque la mayoría de estos microorganismos que colonizan las 
superficies dentarias, tanto a nivel supra como subgingival, son compatibles con 
la salud periodontal (Beikler y Flemmig, 2011), se han definido patógenos clave 
relacionados con el inicio y progresión de la periodontitis (Paster y cols. 2001; 
Socransky y Haffajee, 2005). En particular, P. gingivalis se ha identificado como 
un patógeno clave, desencadenando el estado disbiótico que altera la 
comunidad de patógenos comensales y, provoca un estado de inflamación 
crónica (Hajishengallis y Lamont, 2012; Sanz y cols. 2017).  
Este concepto de la especificidad bacteriana en las enfermedades 
periodontales ha sido ampliamente aceptado por muchos autores (Papapanou, 
2002; Socransky y Haffajee, 2005; Socransky y cols. 1998). De hecho, son 
muchos los estudios que han tratado de asociar directamente la presencia de 
diferentes patógenos a nivel oral con el diagnóstico de periodontitis, registrando 
una gran variedad de resultados en las diferentes poblaciones y ambientes 
(Gajardo y cols. 2005; Haffajee y cols. 2004; Herrera, Contreras, y cols. 2008; 
Sanz y cols. 2000). Pero es importante tener en cuenta que la presencia de estos 
patógenos periodontales no sólo se ha determinado a nivel oral, sino que 
también se han encontrado a nivel sanguíneo en pacientes con periodontitis. 
Este hecho se asociado principalmente con intervenciones periodontales, pero 
también tras la realización de actividades cotidianas como la masticación 
(Forner, Larsen, Kilian, y Holmstrup, 2006), cepillado de dientes (Hartzell, Torres, 
Kim, y Wortmann, 2005), o utilización de la seda dental (Crasta y cols. 2009). 
Estas especies bacterianas son capaces de alcanzar el torrente sanguíneo y 
colonizar localizaciones lejanas, pudiendo facilitar, por ejemplo, el desarrollo y 
progresión de lesiones ateroscleróticas (Figuero y cols. 2011).  
Es importante tener en cuenta que las relaciones entre estas bacterias 
embebidas en el biofilm pueden ser de simbiosis, cuando existe una relación 
beneficiosa entre las bacterias que lo conforman y entre estas y el hospedador, 
o esta relación puede ser de disbiosis, que consiste en una alteración en la 
comunidad de microorganismos asociada con el estado de salud, y esto resulta 
en el desarrollo de una patología (Sanz y cols. 2017). 
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Concretamente, con relación a la periodontitis, la disbiosis se caracteriza 
por un aumento en la diversidad de microorganismos, esto puede ser el 
resultado de una débil respuesta inmune local, un aumento de la disponibilidad 
de nutrientes (especialmente en el fluido crevicular) o por la aparición de nichos 
como la bolsa periodontal (Camelo-Castillo y cols. 2015; Paster y cols. 2001). 
Aunque la organización en el biofilm y el estado de disbiosis actúan como 
elementos clave en el inicio de la periodontitis, la destrucción de los tejidos 
periodontales se produce como consecuencia de la respuesta inmunitaria 
desencadenada en el huésped. Por lo tanto, se afirma que las bacterias son 
necesarias, pero no suficientes para el desarrollo de la periodontitis, y la mayor 
parte de la destrucción tisular y las características clínicas se atribuyen 
actualmente a la desregulación de la respuesta inmune del huésped (Kornman, 
2008; Preshaw y Taylor, 2011). De hecho, en la mayoría de los individuos, el 
aspecto protector de la respuesta del huésped manejará el desafío bacteriano 
hacia los tejidos periodontales, mediante neutrófilos e inmunidad mediada a 
nivel celular, limitando la extensión de la destrucción tisular y permitiendo el 
retorno a la homeostasis (Gemmell y Seymour, 2004). Por el contrario, si el 
desafío microbiano y la destrucción tisular no son manejados adecuadamente 
por la respuesta inflamatoria del huésped, la lesión puede progresar a un estado 
de inflamación crónica. Esta inflamación crónica y descontrolada subyace a un 
elevado número de condiciones sistémicas, entre ellas, la periodontitis crónica 
(Narasimha Das, 2013). 
A esta compleja interacción entre las bacterias y la respuesta del sistema 
inmune del hospedador, se le suma la influencia de factores de riesgo genéticos 
y adquiridos como la susceptibilidad del individuo, los mecanismos de defensa 
del huésped o la presencia de factores ambientales de riesgo para el 
establecimiento y el desarrollo de la enfermedad, considerándose por ello la 
periodontitis una enfermedad multifactorial (Cullinan y cols. 2001; Page y 
Kornman, 1997; Sanz y Chapple, 2010; Seymour y Taylor, 2004).  
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Con relación al tratamiento de periodontitis, este se basa en la 
eliminación del agente causal y en el control de la infección, eliminando para ello 
el biofilm bacteriano que se encuentra a nivel supra y subgingival. Esto puede 
conseguirse con una instrumentación mecánica no quirúrgica (Cobb, 2002) o 
quirúrgica (Heitz-Mayfield, Trombelli, Heitz, Needleman, y Moles, 2002), siendo 
el objetivo de estos tratamientos el control de las bacterias patógenas en las 
bolsas periodontales (Cobb, 2002; Cobb y cols. 2002; Van der Weijden y 
Timmerman, 2002). Por lo tanto, se puede concluir que la prevención de la 
patología depende del control del biofilm (Meyle y Chapple, 2015).  
El problema que se plantea es que mientras que este abordaje es 
generalmente efectivo reduciendo la inflamación y mejorando los parámetros 
clínicos (Cobb, 2002), una proporción de los pacientes no presentará respuesta 
al tratamiento o serán susceptibles a la progresión de la enfermedad y a la 
posterior pérdida dentaria (Hirschfeld y Wasserman, 1978). Esto es debido a que 
conseguir una reducción de los patógenos periodontales con el tratamiento 
mecánico de la enfermedad es difícil (Haffajee y cols. 1997; Haffajee, Teles, y 
Socransky, 2006; Mombelli, Gmur, Gobbi, y Lang, 1994a, 1994b; Mombelli, 
Schmid, Rutar, y Lang, 2000; Renvert, Wikstrom, Dahlen, Slots, y Egelberg, 
1990) o no es siempre tan ideal como desearíamos (van der Weijden y Hioe, 
2005), o es posible que la recolonización del ambiente subgingival ocurre tras la 
terapia (Magnusson, Lindhe, Yoneyama, y Liljenberg, 1984). Además, estos 
patógenos tienen las características de invadir otros nichos orales, como la 
lengua, las amígdalas o las mucosas, facilitando la futura recolonización de las 
localizaciones tratadas (Beikler y cols. 2004; Quirynen y Van Assche, 2011; 
Sachdeo, Haffajee, y Socransky, 2008). 
Por lo tanto, el éxito a largo plazo de la terapia periodontal convencional 
depende del mantenimiento periodontal de manera regular y de la instrucción al 
paciente sobre cómo mantener un elevado nivel de higiene oral, para así alterar 
la formación del biofilm de manera continua (Axelsson y Lindhe, 1981; Axelsson, 
Nystrom, y Lindhe, 2004; Lindhe y Nyman, 1984). 
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En relación con las razones anteriormente mencionadas, se han 
desarrollado estrategias antimicrobianas complementarias, como 
antibióticos locales y/o sistémicos o antimicrobianos no específicos, por 
ejemplo, para aumentar los efectos antimicrobianos del desbridamiento 
mecánico (Krayer, Leite, y Kirkwood, 2010). Esta terapia antimicrobiana 
coadyuvante sistémica o local podría estar indicada para combatir la infección 
y recolonización por bacterias periodonto-patógenas, aunque solo parecen 
tener un éxito parcial (Herrera, Alonso, Leon, Roldan, y Sanz, 2008; Matesanz-
Perez y cols. 2013).  
De hecho, hasta la fecha, una amplia gama de agentes moduladores de 
la respuesta del huésped se ha investigado para su uso como monoterapia o 
terapia adyuvante para el manejo de la periodontitis, incluyendo inhibidores 
selectivos de la COX-2 (Bezerra y cols. 2000; Yen y cols. 2008), bifosfonatos 
(Lane y cols. 2005; Reddy y cols. 1995; Rocha y cols. 2001), estatinas (Saver, 
Hujoel, Cunha-Cruz, y Maupome, 2007), tetraciclinas (Caton y cols. 2000; Golub 
y cols. 1983) y antibióticos macrólidos (Bartold, du Bois, Gannon, Haynes, y 
Hirsch, 2013; Hirsch, Deng, y Laohachai, 2012). 
El problema es que en los últimos años están surgiendo problemas 
relacionados con uso de algunos de estos agentes antimicrobianos (Dabholkar, 
Shah, Kathariya, Bajaj, y Doshi, 2016; Muller, Eick, Moritz, Lussi, y Gruber, 2017), 
como el desarrollo de resistencias bacterianas (van Winkelhoff, Herrera, Oteo, y 
Sanz, 2005) que representan una amenaza para la salud pública mundial y un 
importante problema económico (Barbieri y cols. 2017). A esto se suma el 
desarrollo de efectos nocivos gastrointestinales, renales o hepáticos derivados 
del uso de antibióticos (Hersh y Moore, 2008). Además, la utilización de 
antisépticos también puede causar irritación de las mucosas, tinción dental o la 
aceleración de la formación del cálculo dental, entre otros efectos (Serrano, 
Escribano, Roldan, Martin, y Herrera, 2015). Así mismo, el descubrimiento de 
que la resolución de la fase de inflamación es un proceso activo desencadenado 
por mediadores lipídicos endógenos ha puesto en duda el uso de agentes que 
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actúen mediante el bloqueo no-específico de las vías inmuno-inflamatorias del 
huésped (Van Dyke, 2007). 
Estos hechos destacan la necesidad del desarrollo de nuevos abordajes 
y estrategias para la prevención y tratamiento de las enfermedades 
periodontales de una forma más eficiente y segura (Mah y O'Toole, 2001; Rams, 
Degener, y van Winkelhoff, 2014; Van Strydonck, Slot, Van der Velden, y Van der 
Weijden, 2012; van Winkelhoff, 2012) y realzan la necesidad de buscar, mejorar 
y desarrollar compuestos antimicrobianos naturales capaces de inhibir la 
proliferación de los patógenos bacterianos (Rams y cols. 2014; Serrano y cols. 
2015; Van Strydonck y cols. 2012; van Winkelhoff, 2012). 
En esta búsqueda de compuestos bacterianos alternativos, existe un 
creciente interés entorno al estudio de productos de origen natural para el 
tratamiento y la prevención de estas enfermedades, tales como los ácidos 
grasos poliinsaturados (PUFAs) n-3 de cadena larga (también conocidos 
como LCn3PUFAs). Estos presentan 18-22 átomos de carbono en la longitud 
de su cadena, con el primero de muchos dobles enlaces empezando por el 
tercer átomo de carbono (cuando contamos desde el extremo metilo que es el 
final de la molécula de ácidos grasos) (Calder, 2015).  
Los LCn3PUFAs están basados en el pescado y en el aceite de pescado 
y dos de sus principales miembros son el ácido docosahexaenoico (22:6n-3. 
DHA) y el ácido eicosapentaenoico (20:5n-3, EPA). 
 
Figura 1 - Estructura química de EPA en conformación lineal con 
numeración desde ambas terminaciones. Adaptado de Desbois and Smith 
(2010). 
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Figura 2 - Estructura química de EPA en conformación no lineal. 
Adaptado de Holub (2002). 
 
Figura 3 - Modelo espacial de EPA. Adaptado de una imagen creada por 
Ben Mills con Accelrys DS Visualizer.  
 
 
Figura 4 - Estructura química de DHA en conformación lineal con 










Figura 5 - Estructura química de DHA en conformación no lineal. 
Adaptado de Holub (2002). 
 
Figura 6 - Modelo espacial de DHA. Adaptado de una imagen creada por 
Ben Mills con Accelrys DS Visualizer.   
Estas sustancias las encontramos en grandes niveles en muchos 
organismos marinos (Amiri-Jami, Lapointe, y Griffiths, 2014; Berge y Barnathan, 
2005; Holub, 2002), de hecho los pescados grasos son una gran fuente de 
LCn3PUFAs, con una ración estándar de salmón se obtienen 1.5 g de EPA 
además de DHA, y con una ración estándar de caballa se obtienen hasta 3 g de 
estos ácidos grasos (Calder, 2009).  
Por lo tanto, podemos determinar que la proporción de estos ácidos 
grasos en los tejidos está determinada principalmente por su proporción en la 
dieta según Simopoulos (2011) y, de hecho, se consideran componentes 
esenciales de la misma, debido a que su síntesis en humanos es limitada (Yates, 
Calder, y Ed Rainger, 2014). 
Concretamente las dietas occidentales son principalmente altas en 
fuentes de los n-6 PUFAs linoleicos (soja, maíz y semillas de girasol) que, en el 
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organismo, son convertidos en ácido araquidónico (Cleland, James, y 
Proudman, 2006; James, Gibson, y Cleland, 2000) y son relativamente bajas en 
LCn3PUFAs. De hecho, en una dieta occidental común, entorno al 10-20% de 
los ácidos grasos son ácido araquidónico, 0,5-1% ácido eicosapentaenoico 
(EPA) y 2-4% ácido docosahexaenoico (DHA) (Dawson, Branch-Mays, 
Gonzalez, y Ebersole, 2014). 
Tabla 1 – Contenido en EPA y DHA que se encuentra en pescado, 
marisco, otros alimentos y suplementos de aceite de pescado. Adaptado de 
Holub (2002). 
 
Sus efectos antiinflamatorios han sido estudiados en una serie de 
enfermedades crónicas inflamatorias: aterosclerosis, artritis, asma, psoriasis y 
enfermedad intestinal inflamatoria. Desde este punto de vista, se ha demostrado 
que los PUFAs pueden aportar distintos beneficios a la salud y números 
artículos científicos han demostrado la eficacia clínica del aceite de pescado 
con distintos mecanismos de acción: anti-arrítmico, anti-trombótico, anti-
aterosclerótico, o anti-inflamatorio, así como la mejoría de las funciones 
endoteliales, reducción de la presión sanguínea y reducción de la concentración 
de triglicéridos, entre otros (Dyall y Michael-Titus, 2008; Liu y Osawa, 2009; 
Marik y Varon, 2009; Raffaelli y cols. 2008).  
  37 
 
Figura 7 - Efectos fisiológicos descritos de los PUFAs. Adaptado de 
(Chee, Park, Fitzsimmons, Coates, y Bartold, 2016). 
Entre las vertientes de investigación sobre la posible aplicación de los 
PUFAs, una amplia fracción de la investigación se ha centrado en si el consumo 
de pescado o de suplementos de aceite de pescado podrían mejorar los 
resultados del tratamiento de las patologías cardiovasculares. 
De hecho, pruebas relacionadas con la dieta y el infarto (DART, por sus 
siglas en inglés) han investigado los efectos de las intervenciones dietéticas en 
la prevención secundaria del infarto de miocardio (MI, por sus siglas en inglés), 
siendo el primer gran estudio de este tipo (Burr y cols. 1989). Este estudio 
registró una disminución del 29% en la mortalidad total en hombres que 
consumían aceite de pescado dos veces por semana (un equivalente de 500-
800 mg/día de LCn3PUFAs). Los resultados del ensayo DART fueron 
posteriormente confirmados por un gran estudio multicéntrico que incluyó a 
11.323 pacientes con historia de infarto de miocardio, en el que EPA y DHA 
(850-882 mg) produjeron una reducción a nivel clínico importante y 
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estadísticamente significativa en los riesgos de muerte general y 
cardiovascularmente asociada (Singh y cols. 1997). 
Tabla 2 – Posibles mecanismos de los efectos cardiovasculares descritos 
de EPA y DHA. Adaptado de (Holub, 2002). 
 
También gran parte de la investigación se ha centrado en sus efectos en 
la artritis reumatoide (RA, por sus siglas en inglés), en la cual la destrucción 
tisular está dirigida por las citoquinas proinflamatorias y los eicosanoides 
derivados de ácido araquidónico (Yates y cols. 2014). Con relación a esto, una 
revisión sistemática reciente que incluye 23 ensayos controlados y 
randomizados, registró un beneficio clínico ligero pero importante por parte de 
los suplementos de aceite de pescado en los resultados de la RA, incluyendo la 
inflamación y el dolor de la articulación, duración de la rigidez matutina y la 
mejora de los efectos de los antinflamatorios no esteroideos (NSAID, por sus 
silgas en inglés) (Miles y Calder, 2012). 
Por otro lado, también se han realizado investigaciones centradas en sus 
efectos a nivel neurológico, ya que EPA y DHA han demostrado influir 
positivamente en un gran número de aspectos de la función y disfunción a este 
nivel. A pesar de esto, para muchos de estos efectos aun se desconoce el 
mecanismo de acción, aunque es muy probable que EPA y DHA actúen a través 
de un gran número de mecanismos, que posiblemente se solapen y que 
impliquen a varias dianas celulares. Estos LCn3PUFAs pueden modular la 
excitabilidad neurológica a través de sus efectos en los canales de sodio y de 
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calcio (Hong y cols. 2004; Vreugdenhil y cols. 1996) o a través de la activación 
de los canales TREK de potasio (Franks y Honore, 2004). 
Así mismo, los PUFAs han atraído gran atención como potenciales 
agentes antimicrobianos debido a su amplio espectro de actividad y a que se 
ha demostrado que poseen elevados efectos inhibitorios frente a varias 
bacterias Gram-positivas y Gram-negativas, sin desarrollar resistencias 
antibióticas significativas (Correia y cols. 2012; Correia y cols. 2013; Desbois, 
2012; Desbois y Lawlor, 2013; Desbois, Mearns-Spragg, y Smith, 2009; Desbois 
y Smith, 2010; Mil-Homens, Bernardes, y Fialho, 2012).   
Pese a esto, se sigue sin conocer exactamente cómo los PUFAs ejercen 
estas actividades antibacterianas, pero el principal objetivo de su acción parece 
ser la membrana plasmática y varios procesos esenciales que ocurren en ella. 
 
Figura 8 – Representación esquemática de las posibles dianas celulares 
y mecanismos antibacterianos de la acción antibacteriana de los PUFAs. 
Adaptado de (Desbois y Smith, 2010). 
Por ejemplo, algunos de estos efectos se pueden atribuir a las 
propiedades que tienen los PUFAs para actuar como detergentes gracias a su 
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estructura anfipática, esto les permite interactuar con las membranas celulares 
para crear poros permanentes o transitorios de tamaño variable. Incluso en altas 
concentraciones, se cree que pueden solubilizar membranas mediante la 
liberación de grandes secciones de la doble membrana lipídica. Además, uno 
de los factores clave asociado al efecto de los PUFAs, y localizado a nivel de la 
membrana, es la alteración de la producción de energía causada por su 
interferencia con la cadena de transporte de electrones y la ruptura de la 
fosforilación oxidativa (Boyaval, Corre, Dupuis, y Roussel, 1995; Galbraith y 
Miller, 1973; Miller, Brown, y Morse, 1977; Shaikh, Jolly, y Chapkin, 2012; Sheu 
y Freese, 1972; Wieckowski y Wojtczak, 1998). 
Otros procesos que pueden contribuir a la inhibición del crecimiento o 
muerte bacteriana y que están relacionados con la acción de los PUFAs a nivel 
de la membrana plasmática, incluyen la lisis celular, la inhibición de la actividad 
enzimática, el desajuste en el consumo de nutrientes y la generación de 
peróxidos tóxicos y de oxidación. 
En otros estudios, se ha determinado que los PUFAs de la dieta se 
incorporan a los fosfolípidos de las membranas celulares, donde actúan como 
precursores de mediadores lipídicos implicados en procesos de señalización 
celular, expresión genética e inflamación, así como contribuyen a la integridad 
de la membrana celular y a mantener su fluidez (Dawson y cols. 2014; Silva, 
Barazzoni, y Singer, 2014). 
De manera más específica, también se ha demostrado que EPA presenta 
actividad frente a dos cepas aisladas de Staphylococcus aureus (MRSA), que, 
pese a no ser una bacteria asociada a periodontitis, se ha observado que se 
puede unir al titanio de los implantes. Por ello, los LCn3PUFAs pueden ser 
prometedores de cara a emplearlos como nuevos tratamientos frente a las 
infecciones de MRSA (Lacey y Lord, 1981). Además, Clarke y colaboradores en 
2017 demostraron que la inyección ácidos grasos podría ser efectiva para tratar 
infecciones sistémicas de MRSA en modelos murinos (Clarke y cols. 2007).  
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Es destacable que cuando EPA se incluye en la dieta, ha sido 
“ampliamente reconocido como seguro” según el sistema de clasificación de la 
Administración de Alimentos y Drogas de los Estados Unidos (U.S. Food and 
Drug Administration 1997). Por lo tanto, considerando su potente actividad anti-
MRSA y sus características no tóxicas, EPA, se trata de un ácido graso con 
origen en el pescado y con numerosos beneficios reportados a nivel de la salud 
(Kris-Etherton, Harris, y Appel, 2002). Así mismo, todavía no han sido 
descubiertas resistencias a los PUFAs, y no ha sido posible inducir un fenotipo 
resistente (Lacey y Lord, 1981; Laser, 1952; Petschow, Batema, y Ford, 1996; 
C. Q. Sun, O'Connor, y Roberton, 2003). Esto garantiza futuras investigaciones 
al ser seguro y con una proporción adecuada coste-beneficio, para combatir 
posiblemente otras bacterias a nivel oral. 
Además del efecto previamente descrito a nivel de las membranas 
celulares, también se ha demostrado que los PUFAs tienen un efecto a nivel de 
la producción de eicosanoides. El metabolismo del ácido araquidónico 
progresa a través de dos vías principales que involucran a la lipoxigenasa para 
producir lipoxinas y cicloxigenasas que a su vez producen prostaglandinas. 
 
Figura 9 – Vías del metabolismo del ácido araquidónico. Adaptado de 
(Chee y cols. 2016). 
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Se ha demostrado que un incremento en el consumo dietético de 
LCn3PUFAs, como EPA y DHA, tiene como resultado una menor proporción de 
ácido araquidónico (AA) en los fosfolípidos de las células inflamatorias (Calder, 
2009). 
Por lo tanto, una dieta rica en LCn3PUFAs puede competir por AA a dos 
niveles: primero, mediante la incorporación en los fosfolípidos de las 
membranas celulares, reduciendo la proporción del substrato disponible para 
los eicosanoides derivados de AA; y, en segundo lugar, compitiendo como 
substrato por las vías de la cicloxigenasa (COX) y la lipoxigenasa (LOX) (Bagga, 
Wang, Farias-Eisner, Glaspy, y Reddy, 2003). Además, el uso de EPA por las 
vías de COX y LOX lleva a la producción de eicosanoides derivados de EPA que 
tienen reducidos efectos proinflamatorios en comparación con los eicosanoides 
derivados de AA (Bagga y cols. 2003; Calder, 2013b).  
Así mismo, también se han descrito sus efectos a nivel del estrés 
oxidativo, ya que la acción de los suplementos de LCn3PUFAs en las especies 
reactivas de oxígeno (ROS, por sus siglas en inglés) y en los antioxidantes, se 
considera un importante mecanismo de acción (Dawson y cols. 2014). Las ROS 
como peróxido de hidrógeno, superóxido y el radical hidroxil, son moléculas 
altamente reactivas (Silva y cols. 2014) y su producción por parte de los 
neutrófilos es un gran método de muerte de patógenos, pero tiene el potencial 
de causar daños secundarios en los tejidos del huésped (Nussbaum y Shapira, 
2011). Por esta razón, el daño tisular que resulta del estrés oxidativo ha sido 
implicado como un factor en la patogenia de la periodontitis y, por consiguiente, 
como una potencial diana para la modulación de la terapia del huésped. Los 
suplementos de aceite de pescado a altos niveles (equivalentes a 5.4 g de EPA 
y 3.2 g de DHA) han demostrado disminuir la producción de ROS en los 
neutrófilos humanos (Fisher y cols. 1990; Luostarinen y Saldeen, 1996). 
Además, también se han subrayado sus efectos a nivel de las citoquinas 
proinflamatorias, ya numerosos estudios de cultivo celular han confirmado que 
tanto EPA como DHA pueden inhibir la producción de IL-1β, TNF- α e IL-6 en 
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una amplia variedad de células (Caughey, Mantzioris, Gibson, Cleland, y James, 
1996; Endres y cols. 1989; Miles y Calder, 2012). De hecho, la inhibición de estas 
podría ser uno de los mecanismos que expliquen los efectos beneficiosos de 
los LCn3PUFAs en las enfermedades inflamatorias crónicas (Calder, 2009).  
Otros estudios han registrado que EPA y DHA también pueden inhibir la 
producción de TNF- α evitando de este modo la activación de NF-kB (Lo, Chiu, 
Fu, Lo, y Helton, 1999; Novak, Babcock, Jho, Helton, y Espat, 2003; Vedin y 
cols. 2008). Debido a su sensibilidad redox, la inhibición de la activación NF-kB 
podría ser a través de la reducción de la producción de especies reactivas de 
oxígeno (Sanlioglu y cols. 2001). 
Con relación a los efectos específicos del aceite de pescado en la 
mejoría de los resultados de la terapia periodontal, se han atribuido efectos 
sobre la reducción de la inflamación, gracias a la capacidad del aceite de 
pescado de reducir la producción de citoquinas y eicosanoides proinflamatorios 
(Caughey y cols. 1996; Endres y cols. 1989; Meydani y cols. 1991). Así mismo, 
los LCn3PUFAs de la dieta también han demostrado disminuir los niveles de 
ácido araquidónico (reducido en un 56%) y PGE2 (en un 83%) a nivel gingival 
en ratas (Alam, Bergens, y Alam, 1991). 
Por otro lado, también son destacables sus efectos a nivel de la 
reducción de la resorción ósea, ya que estudios de cultivo celular han 
registrado que los LCn3PUFAs pueden inhibir la diferenciación, activación y 
función de los osteoclastos, lo que conlleva niveles reducidos de RANKL 
(Rahman, Bhattacharya, y Fernandes, 2008). Estos hallazgos se han replicado 
in vivo en modelos de pérdida ósea y periodontitis en roedores, donde los 
suplementos de LCn3PUFAs se asocian con la supresión de la expresión de 
citoquinas proinflamatorias, la supresión de la activación de NF-kB y de la 
formación y activación de osteoclastos, dando como resultado una menor 
resorción ósea (D. Sun y cols. 2003). Además, en ratas infectadas por P. 
gingivalis y alimentadas con aceite de pescado o de maíz, se produjo una 
pérdida ósea significativamente menor en el grupo de aceite de pescado, en 
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comparación con el grupo de la dieta basada en aceite de maíz (Bendyk, Marino, 
Zilm, Howe, y Bartold, 2009; Kesavalu y cols. 2007). Así mismo, un estudio en 
mujeres osteoporóticas que consumían suplementos de ácido gamma-linoleico 
y EPA mostró un incremento en la densidad ósea, sugiriendo que EPA tiene un 
efecto beneficioso en el metabolismo óseo y es seguro que se administre 
durante periodos prolongados de tiempo (Kruger, Coetzer, de Winter, Gericke, 
y van Papendorp, 1998). 
También es remarcable la actividad antimicrobiana de LCn3PUFAs, 
que es lo que nos interesa especialmente en este estudio. De hecho, 
recientemente, se ha demostrado que tanto EPA como DHA muestran fuerte 
actividad antibacteriana frente a varios patógenos orales, incluyendo 
Streptococcus mutans, Candida albicans, y Porphyromonas gingivalis (a una 
concentración inhibitoria del 50 % de 1 a 10 μg/ml) (Huang y Ebersole, 2010). 
También en otro estudio microbiológico reciente se ha demostrado un amplio 
alcance de actividad antibacteriana tanto para EPA como DHA, incluyendo la 
inhibición de patógenos periodontales putativos como Porphyromonas 
gingivalis, Fusobacterium nucleatum y Prevotella intermedia (Choi y cols. 2013). 
Sin embargo, se sabe poco sobre su espectro de actividad o mecanismo 
de acción frente a estos patógenos periodontales, especialmente en forma de 
biofilm, siendo todavía desconocidos los mecanismos celulares y moleculares 
que subyacen a su acción moduladora de la respuesta del huésped (Choi y cols. 
2013; Huang y Ebersole, 2010; Serhan, 2007). Por esta razón, las propiedades 
antimicrobianas exactas de estos agentes continúan siendo investigadas. 
Finalmente, y como justificación del estudio, consideramos que debido a 
los prometedores efectos antimicrobianos (Calder, 2013b, 2015) y propiedades 
antioxidantes significativas anteriormente mencionadas que muestran los 
PUFAs (Giordano y Visioli, 2014), es esperable que estos agentes puedan 
proporcionar efectos beneficiosos adicionales como coadyuvantes en el 
tratamiento de la periodontitis, proporcionando un abordaje antinflamatorio y 
antibacteriano combinado para el manejo de esta patología. 
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2 OBJETIVOS 
 
2.1 Objetivos generales 
Avanzar en el conocimiento de la capacidad antimicrobiana de EPA y 
DHA, evaluando cada uno de ellos de manera independiente, frente a seis 
especies bacterianas (S. oralis, V. parvula, A. naeslundii y los patógenos 
periodontales P. gingivalis, A. actinomycetemcomitans y F. nucleatum), en un 
modelo validado de biofilm in vitro, sobre discos de hidroxiapatita (HA). 
2.2 Objetivos específicos 
• Investigar, para EPA y DHA, las concentraciones mínimas 
inhibitorias (MICs, por sus siglas en inglés) y las concentraciones mínimas 
bactericidas (MBCs, por sus siglas en inglés) de las seis especies bacterianas 
en estado planctónico, que son las mismas que forman parte del modelo de 
biofilm; 
• Estudiar el efecto antimicrobiano de EPA y DHA, evaluando cada 
uno de ellos de manera independiente, a través de las diferencias en el número 
de bacterias viables expresadas como UFC/mL, presentes en el biofilm 
subgingival generado in vitro en un modelo estático multiespecie. 
 
3 HIPÓTESIS DE TRABAJO  
Los extractos de EPA y DHA, tienen capacidad antimicrobiana frente a 
un modelo de biofilm subgingival formado in vitro que incluye los patógenos 
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4 MATERIAL Y MÉTODOS 
 
4.1 Ácidos grasos Omega-3 
Los extractos de LCn3PUFAs empleados en este estudio se evaluaron en su 
forma FA-EE, aislados del aceite de pescado. Concretamente se han utilizado dos 
LCn3PUFAs insaturados predominantes - EPA y DHA - que vienen en ambos casos 
solubilizados en etanol (EtOH). 
Estos productos son de la marca Cerilliant®, perteneciente a la casa comercial 
Sigma-ALDRICH®. (Figura 10). 
Es importante destacar que, en este estudio, la capacidad antimicrobiana EPA 
y DHA ha sido analizada de manera independiente y sin realizar comparaciones entre 
ambos productos. Por lo que todos los procesos explicados a continuación han sido 
aplicados de manera independiente a ambos extractos, para estudiar su potencial 
actividad frente a las bacterias periodonto patógenas en un modelo de biofilm.    
 
Figura 10 – EPA y DHA de la marca Cerilliant® perteneciente a la casa 
comercial Sigma-ALDRICH®. 
4.2 Cepas utilizadas y condiciones de cultivo 
Para la realización de este trabajo de investigación se necesitó del empleo de 
un modelo de biofilm subgingival validado por (Sanchez y cols. 2011). Se 
seleccionaron seis especies bacterianas que se incluían frecuentemente en la placa 
subgingival y que está formado por colonizadores iniciales (Streptococcus oralis y 
Actinomyces naeslundii), tempranos (Veillonela parvula), secundarios (Fusobacterium 
nucleatum) y tardíos (Porphyromonas gingivalis y Aggregatibacter 
actinomycetemcomitans). (Tabla 3). 
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1CECT - Colección Española de Cultivos Tipo 
2ATCC - American Type Cultures Collection 
3NCTC – National Collection of Type Cultures 
4DSMZ - Deutsche Sammlung von Mikroorganismen und ZellKulturen 
 
Se cultivaron las bacterias en placas con medio Agar Sangre (Oxoid nº2; Oxoid 
Ltd., Basingstoke, Inglaterra), suplementado con un 5% de sangre de caballo, 
Hemina (5 mg/L) y Menadiona (1 mg/L), en condiciones de anaerobiosis (10% H2, 
10% de CO2 y N2 en equilibrio), a 37ºC, de 24 a 72h.  
De todas las bacterias empleadas se realizaron previamente las curvas de 
crecimiento para el desarrollo de un modelo de biofilm estático, según lo descrito por 
Sanchez y colaboradores en 2011, inoculando de este modo una concentración 
constante de cada una de las cepas en los distintos experimentos y consiguiendo así 
la reproducibilidad del modelo (Sanchez y cols. 2011). (Figura 11). 
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Figura 11 – Curvas de crecimiento de las especies bacterianas empleadas en 
el modelo de biofilm validado in vitro (Sanchez y cols. 2011). OD, Densidad óptica 
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4.3 Experimentos sobre la capacidad antimicrobiana de EPA y DHA 
 
4.3.1 Efecto antibacteriano frente a las bacterias en estado planctónico 
Se utilizaron cultivos puros de las seis especies bacterianas, cultivándolos en 
anaerobiosis, en un medio rico en proteínas - Brain-Heart Infusion (BHI, por sus siglas 
en inglés) (Becton, Dickinson and Company; Becton, Dickinson Co., Franklin Lakes, 
NJ, EE.UU.) modificado, suplementado con 2,5 g/L de mucina (Oxoid), 1,0 g/L de 
extracto de levadura (Oxoid), 0,1 g/L de cisteína (Sigma), 2,0 g/ L de bicarbonato de 
sodio (Merck), 5,0 mg/ mL de hemina (Sigma), 1,0 mg/mL de menadiona (Merck) y 
0,25% (v/v) de ácido glutámico (Sigma). Los cultivos se mantuvieron en anaerobiosis 
a 37ºC hasta alcanzar la fase exponencial de crecimiento bacteriano en cada una de 
las cepas utilizadas. Para identificar la fase en la que se encontraba el crecimiento 
bacteriano se utilizó un espectrofotómetro, midiendo la densidad óptica (D.O.) a 550 
nm (Figura 12).  
 
Figura 12 – Espectrofotómetro de Optic Ivymen System 2100-C; I.C.T.; La 
Rioja, España. Laboratorio de microbiología de la Facultad de Odontología, 
Universidad Complutense de Madrid  
A continuación, se prepararon inóculos de cada especie bacteriana (S. oralis, 
A. naeslundii, V. parvula, F. nucleatum, P. gingivalis y A. actinomycetemcomitans). 
Cada inóculo estaba constituido por 190 μL de la especie bacteriana correspondiente 
(ajustando la concentración final a 106 UFC/mL) y por 10 μL de EPA y DHA a diferentes 
concentraciones (12,5 μM/mL; 25 μM/mL; 50 μM/mL; 100 μM/mL y 200 μM/mL), 
dando como resultado un volumen final de 200 μL. Se realizó una medición de la 
absorbancia (D.O.595 nm) a t=0 en el espectrofotómetro (Figura 12). Estos inóculos 
se sembraron en placas de cultivo celular de 96 micropocillos y se incubaron durante 
48 horas, a 37º C, en anaerobiosis. Para garantizar la validez del ensayo se utilizaron 
controles negativos (medios de cultivo sin ningún inóculo/extracto de EPA o DHA) y 
controles positivos (bacterias sin ningún tratamiento), así como el objetivo del ensayo 
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(EPA y DHA disuelto en los medios de cultivo, de manera independiente). Se incluyó 
una solución de EtOH a la misma concentración que se encontraba en las soluciones 
comercializadas de EPA o DHA para descartar un efecto bactericida de este, ya que 
es utilizado para disolver los extractos, así como una solución de digluconato 
clorhexidina (CHX) al 0,2% para realizar una comparación con el máximo efecto 
antibacteriano esperable. 
La absorbancia se midió mediante el espectrofotómetro a intervalos 
seleccionados, con el fin de determinar el crecimiento bacteriano a lo largo del tiempo 
hasta que las bacterias alcanzaran la fase de crecimiento estacionario. (Figura 13). 
 
Figura 13 – Representación esquemática del cálculo de MIC y de MBC. 
Se calculó la concentración mínima inhibitoria (MIC, por sus siglas en inglés) y 
la concentración mínima bactericida (MBC, por sus siglas en inglés) de cada especie 
bacteriana y se confirmó mediante el recuento microbiano en placas de medio agar 
sangre. De este modo, la menor concentración de los extractos de EPA y DHA que 
mostró inhibición de, al menos un 25% del crecimiento bacteriano, se consideró la 
MIC, mientras que la menor concentración de los mismos extractos en la que no se 
observó crecimiento bacteriano tras la incubación durante 72 horas, se consideró la 
MBC. 
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Esto se realizó con el objetivo de optimizar el método para evaluar, a posteriori 
y de manera independiente, el efecto antibacteriano de los extractos de EPA y DHA 
frente a las especies bacterianas previamente mencionadas en un modelo de biofilm. 
De este modo se determinó finalmente que en ambos extractos la dosis de 100 
μM/mL demostraba el mayor efecto antibacteriano sin encontrar diferencias 
estadísticamente significativas (datos no incluidos) con respecto a la máxima 
concentración probada (200 μM/mL), seleccionando por lo tanto la concentración de 
100 μM/mL para la realización del resto de experimentos. 
Todos los experimentos se realizaron por triplicado con sus respectivos 
controles. 
4.3.2 Efecto en la viabilidad bacteriana en un modelo de biofilm oral in vitro 
Se desarrolló un modelo de biofilm multiespecie in vitro previamente descrito 
por Sánchez y colaboradores en 2011 (Sanchez y cols. 2011). 
Para ello, se incubaron cultivos puros de cada especie bacteriana en 
anaerobiosis, a 37°C, en 15 mL de medio BHI modificado hasta su fase exponencial 
(se utilizó un espectrofotómetro (Figura 12) para medir la D.O. a 550nm). A 
continuación, se preparó un preinóculo mixto con las seis especies bacterianas 
seleccionadas a la concentración ajustada por espectrofotometría en un medio BHI 
modificado (Sanchez y cols. 2011). 































Leyenda: 1UFC/mL: Unidades formadoras de colonias por mililitro. 
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A continuación, se procedió a la formación del biofilm sobre los discos estériles 
de HA de 7 mm de diámetro y 1,8 mm de grosor (desviación estándar (DS) de 0.2 
mm) (Clarkson Chromatography Products, Williamsport, PA, EE. UU.). Estos discos 
de HA fueron cubiertos con saliva estéril tratada durante 4 horas, a 37ºC, en tubos 
de plástico estériles de forma previa al experimento. Después, los discos fueron 
introducidos en una placa de cultivo celular de 24 pocillos (Greiner Bio-one, 
Frickenhausen, Alemania), inoculando cada pocillo con 1,5 mL del inóculo mixto de 
las especies bacterianas.  
Una vez realizado este proceso, dicha placa de cultivo celular fue puesta a incubar 
en condiciones de anaerobiosis (10% de H2, 10% de CO2 y N2 en equilibrio), a 37°C, 
durante 72 h.  
 
Figura 14 - Representación esquemática del modelo de biofilm subgingival 
multi-especies in vitro, según lo descrito por Sánchez y colaboradores en 2011 
(Sanchez y cols. 2011). Tras cada paso, se incubó en condiciones de anaerobiosis 
(10% H2, 10% de CO2 y N2 en equilibrio) a 37ºC.  
Tras 72 horas de incubación, los discos donde se han formado los biofilms 
fueron sumergidos durante 60 segundos a los tratamientos. Se seleccionaron estos 
tiempos debido a que son los mismos tiempos de exposición estándar establecidos 
para otros productos antimicrobianos comercialmente disponibles (por ejemplo, 
colutorios con CHX) (Davies, 2003; Donlan y Costerton, 2002; Mah y O'Toole, 2001). 
Se utilizó también PBS, como control negativo, EtOH (a la misma concentración que 
la que se encuentra en los productos que están siendo testados, para descartar el 
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efecto bactericida del solvente) y CHX al 0,2%, como control positivo de muerte total. 
(Figura 15). 
 
Figura 15 - Representación esquemática del modelo de evaluación de la 
capacidad antimicrobiana de EPA y DHA.  
La valoración de la capacidad antibacteriana sobre los biofilms a las 72 horas 
se llevó a cabo mediante la determinación de la reducción del número de UFC/mL, 
mediante la reacción cuantitativa en cadena de la polimerasa en tiempo real (qPCR, 
por sus siglas en inglés). 
El efecto de los tratamientos ha sido también observado de forma cualitativa 
mediante microscopía de barrido láser confocal (CLSM, por sus siglas en inglés) y 
microscopía electrónica de barrido (SEM, por sus siglas en inglés).  
Del experimento se realizaron tres réplicas en diferentes días, utilizando nuevos 
cultivos bacterianos (con tríos de biofilm en cada réplica), n=9. 
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4.4 Extracción de ADN y análisis del biofilm mediante qPCR 
Tras la realización de los anteriores experimentos, se recuperaron los biofilms 
y se lavaron de manera secuencial en 2 mL de PBS estéril (inmersión de 10 segundos 
por lavado), en tres ocasiones, para eliminar cualquier remanente de los extractos de 
EPA y DHA, así como bacterias no adheridas. A continuación, los biofilms fueron 
desprendidos de los discos de HA mediante un procedimiento de agitación vigorosa 
(mediante la utilización de vortex) durante 2 min en 1 mL de PBS. 
Para discriminar entre el ADN de las bacterias vivas y muertas, se utilizó 
Propidio de Monoazida (PMA) (Biotium Inc., Hayword, CA, EE. UU.). Esta sustancia 
ha demostrado tener la capacidad de discriminar las bacterias viables y las bacterias 
irreversiblemente dañadas, impidiendo la replicación del ADN de estas últimas y, así, 
combinado con la qPCR, detectar el ADN solo procedente de las bacterias viables 
(Sanchez, Marin, y cols. 2014).  
250 µL de la suspensión obtenida de la disgregación de los biofilm se 
añadieron a un tubo de reacción que contenía PMA, con una concentración final de 
100 µM. A continuación, las muestras fueron sometidas a un periodo de incubación 
de 10 minutos, a 4ºC, en la oscuridad. Una vez finalizado este proceso fueron 
sometidas a 30 minutos de exposición lumínica usando el dispositivo PMA-Lite LED 
Photolysis (Biotium Inc.). Con esta la fotoactivación se consiguió una reacción 
cruzada entre el ADN de las células no viables y el PMA. A continuación, esta 
suspensión fue centrifugada a 12.000 rpm durante 3 minutos, antes de proceder al 
proceso de aislamiento del ADN. Para controlar cualquier posible influencia de este 
proceso experimental sobre la viabilidad bacteriana, se realizó el mismo 
procedimiento (incubación a 4ºC y exposición lumínica), pero sin la exposición a PMA, 
utilizando este último procedimiento como control negativo. 
Posteriormente, el ADN bacteriano se aisló de todos los biofilms mediante la 
utilización del kit comercial ATP Genomic DNA Mini Kit® (ATP biotech. Taipei, 
Taiwán), para ello se siguieron las instrucciones proporcionadas por el fabricante y 
para detectar y cuantificar el ADN bacteriano se utilizó la técnica de qPCR mediante 
el empleo de sondas de hidrólisis 5‘nucleasa. Para la amplificación mediante qPCR 
se siguió un protocolo previamente validado y optimizado por el grupo de 
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investigación ETEP (Etiología y Terapéutica de las Enfermedades Periodontales), 
utilizando cebadores y sondas con afinidad hacia el gen 16S rRNA [obtenidas a través 
de Life Technologies Invitrogen (Carlsbad, CA, EE. UU.)]  (Sanchez, Marin, y cols. 
2014). (Tabla 5). 
Tabla 5 - Secuencias de los cebadores y sondas utilizados para la detección 
y cuantificación del ADN genómico de las bacterias involucradas en el desarrollo del 
biofilm. Tanto los cebadores como las sondas se han dirigido al gen 16S rRNA en 
todos los casos (Sanchez, Marin, y cols. 2014).  
Bacteria Secuencia (5’ – 3’) Longitud (pb) 













































Leyenda: pb – pares de bases; So - S. oralis; Vp - V. parvula; An - A. naeslundii; Aa – A. 
actinomycetemcomitans; Fn - F. nucleatum; Pg - P. gingivalis. 
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La reacción se realizó en un volumen final de 10 µL, formada por: 5 µL de 
Master Mix 2x (LC 480 Probes Master; Roche), la concentración idónea de cebadores 
y sondas (900, 900 y 300 nM para S. oralis; 300, 300 y 300 nM para A. naeslundii; 
750, 750 y 400 nM para V. parvula; 300, 300 y 200 nM para A. 
actinomycetemcomitans; 300, 300 y 300 nM para P. gingivalis; 600, 600 y 300 nM 
para F. nucleatum), y 2 µL de ADN de las muestras del biofilm. El control negativo fue 
de 2 µL de agua estéril ((Water PCR grade, Roche).  
Las muestras se sometieron a un ciclo de desnaturalización inicial a 95°C 
durante 10 min, seguido de 45 ciclos a 95°C durante 15 segundos y 60°C durante 1 
min. Los análisis se realizaron con un termociclador LightCycler® 480 II thermocycler 
(Roche). (Figura 16).  
 
Figura 16 - Termociclador LightCycler® 480 II thermocycler (Roche). 
Laboratorio de microbiología de la Facultad de Odontología, Universidad 
Complutense de Madrid. 
 
Las placas que se utilizaron fueron FramStar 480 (4titude, The North Barn 




Figura 17 - Representación esquemática del procesamiento de muestras por 
qPCR. 
Cada muestra de ADN fue analizada por duplicado. El valor del ciclo de 
cuantificación (Cq), anteriormente conocido como valor umbral del ciclo (Ct), 
describen los ciclos de la PCR en los cuales la fluorescencia sobrepasa al estado 
basal. Este valor se determinó mediante el empleo del software informático (LC 480 
Software 1,5; Roche Diagnostic GmbH; Mannheim, Alemania).  
La cuantificación del número de células vivas detectadas por qPCR se basó 
en curvas estándar. Para ello, se sometió 1 mL de cada una de las seis especies 
utilizadas en el estudio, a una concentración de 109 UFC/mL, al método de extracción 
de ADN anteriormente mencionado. Se realizaron diluciones seriadas del ADN de las 
distintas bacterias en agua estéril, con un rango de 109-100 UFC/mL. Las curvas 
estándar fueron construidas con los valores Cq generados en la qPCR frente al 
logaritmo (log) de UFC/mL. La correlación entre los valores de Cq y las UFC/mL fue 
generada automáticamente a través del software informático (LC 480 Software 1,5; 
Roche). 
Todos los ensayos se desarrollaron con un rango de detección lineal 
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cuantitativa establecido por el rango de la pendiente de 3,3-3,7 ciclos/log, r2 > 0,997 
y un rango de eficiencia de 1,9-2,0. 
4.5 Análisis del biofilm mediante CLSM 
Los análisis con CLSM se llevaron a cabo en el Centro nacional de microscopía 
electrónica (ICTS, por sus siglas en inglés) (Universidad Complutense, Madrid, 
España). (Figura 18) 
 
Figura 18 – Representación esquemática del análisis de muestras mediante 
CLSM.  
Tras el tratamiento antimicrobiano y antes de la realización del análisis de 
CLSM, los discos de HA con los biofilms fueron lavados secuencialmente tres veces 
en 2 mL de PBS estéril (inmersión de 10 segundos por lavado), para eliminar cualquier 
posible resto de los extractos y de bacterias no adheridas. 
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La de microscopía confocal no invasiva de los biofilms totalmente hidratados 
se realizó mediante el microscopio Ix83 Olympus de fase fija acoplado a un sistema 
confocal Olympus FV1200 (Olympus, Shinjuku, Tokio, Japón) (Figura 19).  
 
Figura 19 - Microscopio Ix83 Olympus (Olympus, Shinjuku, Tokio, Japón). 
ICTS (Universidad Complutense, Madrid, España).  
Las muestras fueron teñidas con el kit LIVE/DEAD® BacLightTM Bacterial 
Viability Kit solution (Molecular Probes B. V., Leiden, Holanda) a temperatura 
ambiente. Se utilizó la proporción 1:1 de fluorocromo con un tiempo de tinción de 9 
± 1 minutos para obtener la señal óptima de fluorescencia a las longitudes de onda 
correspondientes (Syto9: 515-530 nm, ioduro de propidio (IP): >600 nm).  
Para realizar las mediciones al menos tres localizaciones separadas y 
representativas fueron seleccionadas, en los discos de HA cubiertos de biofilm 
(tomando como base la presencia de columnas o torres de comunidades 
bacterianas, identificadas en el campo de visión confocal).  
El software CLSM se programó para realizar una serie z de escaneados (xyz) 
de 1 µm de espesor (16 bits, 2048x2048 píxeles). Las imágenes se analizaron 
utilizando el software Olympus® (Olympus). 
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4.6 Análisis del biofilm mediante SEM 
Los análisis con SEM se llevaron a cabo en el ICTS (Universidad Complutense, 
Madrid, España).  
El primer paso fue lavar las muestras secuencialmente con 2 mL de PBS estéril 
para eliminar las bacterias que no adheridas al disco de HA, este proceso se repitió 
tres veces de forma consecutiva (10 segundos de inmersión por lavado). Tras esto, 
las muestras se fijaron con una solución de paraformaldehído al 4% (Panreac. 
Química, Barcelona, España) y de glutaraldehído al 2,5% (Panreac. Química) durante 
4 horas a 4ºC. A continuación, las muestras se volvieron a lavar con PBS y agua estéril 
(tiempo de inmersión por lavado de 10 min) y procedió a la deshidratación a través 
de una serie de soluciones graduadas de EtOH (30, 50, 70, 80, 90 y 100%; tiempo de 
inmersión de 10 minutos por cada serie).  
Posteriormente, se llevó a cabo el secado de las muestras por puntos críticos, 
se recubrieron con oro por pulverización catódica y se analizaron mediante 
microscopía electrónica utilizando para ello el microscopio electrónico JSM 6400 
(JSM 6400; JEOL, Tokio, Japón), con un detector de electrones retrodispersados y 
una resolución de imagen de 25 kV. (Figura 20). 
 
Figura 20 - Microscopio electrónico JSM 6400 (JSM 6400; JEOL, Tokio, 
Japón). ICTS (Universidad Complutense, Madrid, España).  
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4.7 Análisis estadístico 
La variable dependiente empleada en este estudio para valorar el efecto 
antimicrobiano de EPA y DHA de manera independiente, ha sido el número de 
bacterias viables presentes en el biofilm, expresado como UFC/mL (variable 
respuesta primaria). Esta variable ha sido evaluada para las bacterias totales e 
individualmente para cada especie bacteriana: S. oralis, A. naeslundii, V. parvula, A. 
actinomycetemcomitans, P. gingivalis y F. nucleatum, obteniendo estos datos por 
qPCR. 
La variable exposición (independiente) empleada fue la exposición a uno de 
los ácidos grasos o a sus controles (categórica). 
Para contrastar la normalidad de la distribución de los datos, estos fueron 
sometidos al test de Shapiro-Wilk, determinando que no todos los datos seguían una 
distribución normal. Pese a esto, el efecto de cada solución (extractos de EPA, DHA, 
PBS, EtOH y CHX 0,2%), el tiempo de exposición (60 segundos) (variables 
independientes) y su interacción con las variables dependientes (recuentos 
expresados como UFC/mL y proporción células vivas/células muertas), se evaluó 
mediante el test paramétrico ANOVA para más de dos muestras independientes 
(variables cuantitativas) -expresando los datos como medias ± DE-, y las 
correcciones de Bonferroni para comparaciones múltiples.  
La justificación para haber empleado este test paramétrico es que – pese a 
estar indicada la utilización de un test no paramétrico – al ser un estudio in vitro tienen 
más fuerza los datos proporcionados por el test ANOVA y, además, tras haber 
efectuado el test no paramétrico de Kruskal Wallis, se observó que no nos 
proporcionaba información adicional con respecto al ANOVA, encontrando en todos 
los casos diferencias estadísticamente significativas.  
Por las razones anteriormente mencionadas, para el presente estudio 
decidimos basarnos en los resultados obtenidos a través de ANOVA, utilizando para 
ello medias y DE, pero incluyendo en un apéndice adicional los datos obtenidos a 
partir del test Kruskal Wallis como medianas e intervalos de confianza.  
Los resultados se consideraron estadísticamente significativos con una 
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p<0,05 y el análisis de los datos se hizo en el software informático (IBM SPSS 
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5 RESULTADOS 
 
5.1 MIC y MBC de las especies bacterianas en planctónico frente a EPA y 
DHA 
Para evaluar la capacidad antimicrobiana de los extractos de EPA y DHA de 
manera independiente frente a las especies bacterianas en estado planctónico, 
involucradas en el desarrollo de un modelo validado de biofilm in vitro (Sanchez y 
cols. 2011), se determinaron las MICs y MBCs de cada una de las especies 
bacterianas indicadas anteriormente. Para facilitar la interpretación de los datos, el 
valor de crecimiento fue obtenido cuando las bacterias se encontraban en la fase 
exponencial de la curva de crecimiento, de acuerdo con los requerimientos de cada 
cepa bacteriana (alcanzada tras 4 h de incubación en S. oralis, tras 12 h para F. 
nucleatum y A. actinomycetemcomitans y tras 24 h para V. parvula, A. naeslundii y P. 
gingivalis). 
Con respecto a las MICs:  
- Las concentraciones bacteriostáticas medias de EPA fueron las siguientes: 50 
μM/mL para S. oralis, 100 μM/mL para A. naeslundii, 50 µM para V. parvula, 
100 µM para F. nucleatum, 25 µM para P. gingivalis, 25 µM para A. 
actinomycetemcomitans.  
- Las concentraciones bacteriostáticas medias de DHA fueron: 50 μM/mL para 
S. oralis, 50 μM/mL para A. naeslundii, 50 µM para V. parvula, 100 µM para F. 
nucleatum, 25 µM para P. gingivalis, 25 µM para A. actinomycetemcomitans. 
Con relación a las MBCs: 
- Las medias de las concentraciones bactericidas medias de EPA fueron las 
siguientes: 100 μM/mL para S. oralis, 100 μM/mL para A. naeslundii, 100 µM 
para V. parvula, 100 µM para F. nucleatum, 50 µM para P. gingivalis, 100 µM 
para A. actinomycetemcomitans.  
- Las concentraciones bactericidas medias de DHA fueron: 100 μM/mL para S. 
oralis, 100 μM/mL para A. naeslundii, 100 µM para V. parvula, 100 µM para F. 
nucleatum, 100 µM para P. gingivalis, 100 µM para A. actinomycetemcomitans. 
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De acuerdo con estos resultados, se observa que los extractos de ácidos 
grasos presentan actividad antimicrobiana frente a los patógenos periodontales 
involucrados en el modelo, mostrando las propiedades antimicrobianas más 
relevantes frente a los patógenos periodontales P. gingivalis y A. 
actinomycetemcomitans. 
5.2 Efecto antibacteriano en el modelo de biofilm in vitro del extracto de DHA 
 
5.2.1 Análisis mediante la técnica de qPCR  
 
El efecto antimicrobiano de los extractos de DHA (concentración de 100 
μM/mL), comparado con el control negativo (PBS), con EtOH (debido a su posible 
actividad antimicrobiana), y con el control positivo (CHX 0,2%) en el recuento medio 
de bacterias viables incluidas en los biofilms de 72 h, se representan en la Tabla 6 y 
la representación en box plots de los resultados se puede ver en la figura 21. 
Tras la exposición durante 60 segundos de las seis especies bacterianas -
organizadas en biofilm y medidas como UFC/mL- a los extractos de DHA, se 
observaron reducciones significativas en los recuentos de bacterias viables de los 
colonizadores iniciales. Se puedo apreciar una reducción significativa en los 
recuentos de bacterias viables de S. oralis después de 60 segundos (p<0,001) en 
comparación con el control negativo (PBS), alcanzándose reducciones de hasta el 
99,95% en las UFC/mL y de hasta tres órdenes de magnitud respecto al control 
negativo (Tabla 6; Figura 21). Además, se observaron reducciones significativas en la 
viabilidad bacteriana de S. oralis causadas por EtOH y CHX 0,2% (Tabla 6) frente al 
PBS, pese a que la reducción en órdenes de magnitud no fue tan marcada en estos 
casos respecto a PBS (reducción de un orden de magnitud con CHX 0,2% y de 
ningún orden con EtOH). El efecto de DHA versus PBS fue estadísticamente 
significativo (p<0,001), pero su efecto no fue estadísticamente significativo versus 
EtOH (p=0,170) y CHX 0,2% (p=1,000);  
Los extractos de DHA afectaron de manera significativa, dentro del biofilm a 
A. naeslundii (reducción del 99,82%) y V. parvula (reducción del 99,81%), tras 60 
segundos de exposición (p<0,001 en ambos casos), observando en ambas bacterias 
reducciones de tres órdenes de magnitud tras el tratamiento con DHA. 
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Produciéndose además reducciones significativas (p<0,001) en los recuentos de 
bacterias viables de las dos especies bacterianas mencionadas frente a EtOH y a 
CHX 0,2% después de 60 segundos de exposición (Tabla 6); pero, al igual que ocurría 
en el caso de S. oralis, estas reducciones no fueron tan marcadas como las 
observadas con el tratamiento de DHA (reducción de un orden de magnitud con CHX 
0,2% y de ninguno orden con EtOH). En ambos casos, el efecto de DHA versus PBS 
fue estadísticamente significativo (p<0,001), así como su efecto versus EtOH 
(p<0,001) -tanto para A. naeslundii como para V. parvula-. Pero ni en el caso de A. 
naeslundii ni en el de V. parvula el efecto de DHA versus CHX 0,2% fue 
estadísticamente significativo (p=1,000 y p=0,160, respectivamente). 
Con respecto al colonizador secundario F. nucleatum, se observó un efecto 
muy relevante sobre las UFC/mL en el biofilm tras la exposición a 60 segundos de 
contacto con los extractos de DHA, en comparación con el control negativo 
(exposición a PBS), alcanzando una disminución del 99,92% en las UFC/mL, 
observando diferencias estadísticamente significativas (p<0,001) (Tabla 6; Figura 21) 
y de hasta tres órdenes de magnitud. Además, se observaron reducciones 
estadísticamente significativas en las UFC/mL después de 60 segundos de 
exposición a EtOH (p=0,004), en comparación con el control negativo (exposición a 
PBS); pero no se observaron diferencias estadísticamente significativas tras la 
exposición a la CHX 0,2% (p=0,789) versus PBS; y, a diferencia de en las especies 
bacterianas anteriores, se observó la reducción de un orden de magnitud con EtOH 
y de ninguno con CHX 0,2%. Cabe destacar que para F. nucleatum, el efecto de DHA 
versus EtOH no fue estadísticamente significativo (p=0,445), pero sí fue 
estadísticamente significativo en el caso de DHA versus CHX 0,2% (p=0,002). 
Con relación a los patógenos periodontales de colonización tardía, P. 
gingivalis y A. actinomycetemcomitans, se observaron reducciones estadísticamente 
significativas en las UFC/mL después de 60 segundos de exposición a los extractos 
de DHA, a EtOH o a CHX 0,2% (p<0,001 en los tres casos), en comparación con el 
control negativo (exposición a PBS); observando en ambas bacterias reducciones de 
hasta tres órdenes de magnitud tras el tratamiento con DHA, pero  de un solo orden 
tras el tratamiento con EtOH o CHX 0,2%. Así mismo, se obtuvo una reducción del 
99,92% de las UFC/mL para P. gingivalis y del 99,90% para A. 
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actinomycetemcomitans, tras 60 segundos de exposición a los extractos de DHA 
(Tabla 6; Figura 21). En el caso de P. gingivalis no se encontraron diferencias 
estadísticamente significativas (p=1,000) al comparar la exposición a los extractos de 
DHA versus EtOH, pero sí en el caso de A. actinomycetemcomitans (p=0,006). 
Mientras que, ni en el caso de P. gingivalis ni en el de A. actinomycetemcomitans se 
encontraron diferencias estadísticamente significativas al comparar la exposición a 
DHA versus CHX al 0,2% (p=1,000 y p=0,654, respectivamente). 
 
 
Figura 21 – Representación de los box plot sobre el efecto en las unidades 
formadoras de colonias por mililitro (UFC/mL) de las seis especies bacterianas (So – 
Streptococcus oralis; An – Actinomices naeslundii; Vp – Veillonela parvula; Aa – 
Aggregatibacter actinomycetemcomitans; Pg - Porphyromonas gingivalis; Fn – 
Fusobacterium nucleatum) organizadas en biofilm, tras haber realizado el tratamiento 
con los extractos de DHA (100 μM/mL) durante 60 segundos de exposición. 
Realizando en cada caso comparaciones respecto a los controles: PBS (control 
negativo), EtOH (solvente) y CHX 0,2% (control positivo). 
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Tabla 6 – Efecto antimicrobiano de los extractos de DHA en el numero medio de bacterias viables (expresado en UFC/mL) en el 
biofilm de crecimiento in vitro, cuantificadas mediante la técnica de qPCR.                                                                                                   
 *Los datos fueron expresados como medias con DE y fueron obtenidos a través del test ANOVA y las correcciones de Bonferroni para comparaciones múltiples. Los datos obtenidos a través del 
test Kruskal Wallis expresados como medianas y grados de libertad se incluyen en el apéndice 8.1. PBS: Tampón fosfato salino; EtOH: Etanol. 
 
Límite inferior Límite superior
PBS-DHA 7,80 x 10^7 5,36 x 10^7 1,02 x 10^8 <0,001
PBS 7,80 x 10^7 3,46 x 10^7 PBS-EtOH 5,81 x 10^7 3,37 x 10^7 8,25 x 10^7 <0,001
DHA 3,49 x 10^4 4,53 x 10^3 PBS-CHX 7,66 x 10^7 5,23 x 10^7 1,01 x 10^8 <0,001
EtOH 1,99 x 10^7 1,23 x 10^7 EtOH-DHA 1,99 x 10^7  - 4,47 x 10^6 4,43 x 10^7 0,170
CHX 1,39 x 10^6 3,81 x 10^5 CHX-DHA 1,35 x 10^6  - 2,30 x 10^7 2,57 x 10^7 1,000
EtOH-CHX 1,86 x 10^7  - 5,82 x 10^6 4,29 x 10^7 0,240
PBS-DHA 3,22 x 10^6 2,28 x 10^6 4,15 x 10^6 <0,001
PBS 3,22 x 10^6 1,04 x 10^6 PBS-EtOH 1,64 x 10^6 7,05 x 10^5 2,58 x 10^6 <0,001
DHA 5,88 x 10^3 1,51 x 10^3 PBS-CHX 2,90 x 10^6 1,96 x 10^6 3,84 x 10^6 <0,001
EtOH 1,58 x 10^6 9,42 x 10^5 EtOH-DHA 1,57 x 10^6 6,31 x 10^5 2,51 x 10^6 <0,001
CHX 3,23 x 10^5 1,88 x 10^5 CHX-DHA 3,17 x 10^5  - 6,23 x 10^5 1,26 x 10^6 1,000
EtOH-CHX 1,25 x 10^6 3,14 x 10^5 2,19 x 10^6 0,004
PBS-DHA 4,55 x 10^7 3,57 x 10^7 5,53 x 10^7 <0,001
PBS 4,56 x 10^7 9,86 x 10^6 PBS-EtOH 2,88 x 10^7 1,90 x 10^7 3,86 x 10^7 <0,001
DHA 8,83 x 10^4 2,60 x 10^4 PBS-CHX 3,74 x 10^7 2,76 x 10^7 4,72 x 10^7 <0,001
EtOH 1,68 x 10^7 5,40 x 10^6 EtOH-DHA 1,67 x 10^7 6,89 x 10^6 2,65 x 10^7 <0,001
CHX 8,18 x 10^6 9,59 x 10^6 CHX-DHA 8,09 x 10^6  - 1,70 x 10^6 1,79 x 10^7 0,160
EtOH-CHX 8,59 x 10^6  - 1,21 x 10^6 1,84 x 10^7 0,115
PBS-DHA 2,24 x 10^6 1,12 x 10^6 3,36 x 10^6 <0,001
PBS 2,24 x 10^6 1,04 x 10^6 PBS-EtOH 1,50 x 10^6 3,86 x 10^5 2,62 x 10^6 0,004
DHA 2,01 x 10^3 8,68 x 10^2 PBS-CHX 6,15 x 10^5  - 5,03 x 10^5 1,73 x 10^6 0,789
EtOH 7,36 x 10^5 6,70 x 10^5 EtOH-DHA 7,34 x 10^5  - 3,84 x 10^5 1,85 x 10^6 0,445
CHX 1,62 x 10^6 1,15 x 10^6 CHX-DHA 1,62 x 10^6 5,05 x 10^5 2,74 x 10^6 0,002
EtOH-CHX  - 8,89 x 10^5  - 3,84x 10^5 1,85 x 10^6 0,194
PBS-DHA 2,32 x 10^7 1,73 x 10^7 2,92 x 10^7 <0,001
PBS 2,32 x 10^7 8,31 x 10^6 PBS-EtOH 2,09 x 10^7 1,49 x 10^7 2,68 x 10^7 <0,001
DHA 1,77 x 10^4 2,71 x 10^3 PBS-CHX 2,14 x 10^7 1,55 x 10^7 2,73 x 10^7 <0,001
EtOH 2,37 x 10^6 1,20 x 10^6 EtOH-DHA 2,36 x 10^6  - 3,58 x 10^6 8,29 x 10^6 1,000
CHX 1,82 x 10^6 3,13 x 10^6 CHX-DHA 1,81 x 10^6  - 4,13x 10^6 7,74 x 10^6 1,000
EtOH-CHX 5,50 x 10^5  - 5,39 x 10^6 6,49 x 10^6 1,000
PBS-DHA 1,14 x 10^7 7,81 x 10^6 1,49 x 10^7 <0,001
PBS 1,14 x 10^7 4,84 x 10^6 PBS-EtOH 6,76 x 10^6 3,20 x 10^6 1,03 x 10^7 <0,001
DHA 1,12 x 10^4 4,71 x 10^3 PBS-CHX 9,28 x 10^6 5,73 x 10^6 1,28 x 10^7 <0,001
EtOH 4,62 x 10^6 2,25 x 10^6 EtOH-DHA 4,61 x 10^6 1,06 x 10^6 8,17 x 10^6 0,006
CHX 2,10 x 10^6 5,64 x 10^5 CHX-DHA 2,08 x 10^6  - 1,47 x 10^6 5,64 x 10^6 0,654
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5.2.2. Análisis mediante Microscopía Láser Confocal (CLSM) 
El análisis por CLSM mostró cómo, después de 72 h de incubación, los biofilms 
control cubrían toda la superficie de los discos de HA, formando una capa discontinua 
de células, entre las que se pueden distinguir las estructuras características de los 
biofilms con células agrupadas en “torres” multi-especies (Figura 22 A). Mientras que, 
se pudo observar que después de 60 segundos de exposición a los extractos de DHA 
(Figura 22 C), la reducción en la viabilidad celular fue muy pronunciada cuando estos 
extractos se aplicaron; observando también una reducción -aunque ligera- en los 
biofilm expuestos a la solución de EtOH (Figura 22 B) y a la CHX al 0,2% (Figura 22 
D) en relación con los biofilms control (Figura 22 A). 
     
    
Figura 22 – Máxima proyección de imágenes obtenidas por microscopía de 
barrido láser confocal (CLSM) de los biofilms de 72 h, donde se observa el 
crecimiento de esos biofilms sobre las superficies de los discos de HA, teñidas con 
LIVE/DEAD® BacLightTM Bacterial Viability Kit, tras 60 segundos de exposición: (A) al 
control negativo (PBS); (B) a la solución de EtOH; (C) a los extractos de DHA 
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5.2.3. Análisis mediante Microscopía Electrónica de Barrido (SEM) 
Se observó la formación del biofilm a las 72 h en discos de HA tras el 
tratamiento con PBS, DHA, EtOH o CHX al 0,2% (Figura 23).  
En los discos de HA tratados con PBS (Figura 23 A), utilizados como control 
de la formación del biofilm in vitro, se observó la presencia de bacterias sobre la 
superficie, bien como células individuales formando cadenas -características del 
género Streptococcus, pero también de Aggregatibacter-, o como agregados 
multicelulares, mostrando una organización estructural basada principalmente en la 
co-agregación célula a célula. También pudieron reconocerse en el biofilm los bacilos 
fusiformes característicos del género F. nucleatum, agrupados en una red 
tridimensional que parece conformar la estructura de la comunidad sésil.  
El análisis de los discos tratados con DHA (Figura 23 B) permitió observar 
diferencias relevantes -con respecto a los discos control-, observándose menor 
densidad de bacterias en la superficie, y de ellas, una alta proporción con daño a 
nivel estructural. Mientras que los discos tratados con EtOH (Figura 23 C) o CHX 0,2% 
(Figura 23 D) -aunque sí mostraron una reducción ligera en la densidad bacteriana- 
no fue tan marcada como la observada en el caso de los discos tratados con DHA 
(Figura 23 B).  
    
    
A B 
C D 
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Figura 23 – Microscopía electrónica de barrido (SEM) de biofilms de 72 
horas de evolución en discos de hidroxiapatita (HA) tratados con el control 
negativo: PBS (A), con DHA (B), con EtOH (C) o con el control positivo: CHX 0,2% 
(D). Se pudo observar una población bacteriana densa en los discos de HA tratados 
con PBS (A), formando capas discontinuas de bacterias adheridas a los discos. 
Mientras que, los biofilms de los discos tratados con DHA (B), se pudo observar una 
menor densidad de células distribuidas por la superficie del disco e incluso algunas 
de ellas manifestando daño estructural. Así mismo, en los discos tratados con EtOH 
(C) o CHX 0,2% (D), también se pudo observar una reducción -aunque más ligera que 
en los discos tratados con DHA (B)- en la densidad bacteriana presente en la 
superficie del disco. Pueden identificarse cadenas de Aggregatibacter y/o 
Streptococcus (Flecha azul) y bacilos fusiformes del género F. nucleatum (Flecha 
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5.3. Efecto antibacteriano en el modelo de biofilm in vitro del extracto de 
EPA 
 
5.3.1. Análisis mediante la técnica de qPCR  
El efecto antimicrobiano de los extractos de EPA (concentración de 100 
μM/mL), comparado con el control negativo (PBS), con EtOH (debido a su posible 
actividad antimicrobiana), y con el control positivo (CHX 0,2%) en el recuento medio 
de bacterias viables incluidas en los biofilms de 72 h, se representan en la Tabla 7 y 
la representación en box plots de los resultados se puede ver en la figura 24. 
Tras la exposición durante 60 segundos de las seis especies bacterianas - 
organizadas en biofilm y medidas como UFC/mL - a los extractos de EPA, se 
observaron reducciones significativas en los recuentos de bacterias viables de los 
colonizadores iniciales. Se apreció una reducción significativa en los recuentos de 
bacterias viables de S. oralis después de 60 segundos (p<0,001) en comparación con 
el control negativo (PBS), alcanzándose reducciones de hasta el 97,61% en las 
UFC/mL (Tabla 7; Figura 24). Además, se observaron reducciones significativas en la 
viabilidad bacteriana de S. oralis causadas por EtOH y CHX 0,2% (Tabla 7) frente al 
PBS. El efecto de EPA versus PBS fue estadísticamente significativo (p<0,001), pero 
su efecto no fue estadísticamente significativo versus EtOH (p=0,144) y CHX 0,2% 
(p=1,000). 
Los extractos de EPA afectaron de manera significativa, dentro del biofilm a A. 
naeslundii (reducción del 98,36%) y V. parvula (reducción del 95,43%), tras 60 
segundos de exposición (p<0,001 en ambos casos), observando también 
reducciones de hasta dos órdenes de magnitud en el caso de A. naeslundii. 
Produciéndose además reducciones significativas (p<0,001) en los recuentos de 
bacterias viables de las dos especies bacterianas mencionadas frente a EtOH y a 
CHX 0,2% después de 60 segundos de exposición (Tabla 7), pero solo de un orden 
de magnitud en ambas bacterias y frente a ambas sustancias. Concretamente en el 
caso de A. naeslundii el efecto de EPA versus EtOH no fue estadísticamente 
significativo (p=0,768), pero sí lo fue en el caso de V. parvula (p=0,003). Mientras que, 
el efecto de EPA versus CHX 0,2% no fue estadísticamente significativo frente a 
ninguna de las citadas bacterias (p=1,000 y p=0,160, respectivamente). 
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Con respecto al colonizador secundario F. nucleatum, se observó un efecto 
relevante sobre las UFC/mL en el biofilm tras la exposición a 60 segundos de 
contacto con los extractos de EPA -en comparación con el control negativo 
(exposición a PBS)-, alcanzando una disminución del 98,67% en las UFC/mL, 
observando diferencias estadísticamente significativas (p<0,001) (Tabla 7; Figura 24) 
y de hasta dos órdenes de magnitud. También se observaron reducciones 
estadísticamente significativas en las UFC/mL después de 60 segundos de 
exposición al EtOH (p<0,001), en comparación con el control negativo; así como tras 
la exposición a CHX 0,2% (p=0,018), pero produciéndose únicamente la reducción 
de un orden de magnitud en el caso de EtOH y de ninguno con la CHX 0,2%. Además, 
para F. nucleatum, el efecto de EPA versus EtOH no fue estadísticamente significativo 
(p=0,205), pero sí lo fue en el caso de EPA versus CHX 0,2% (p=0,001). 
Con relación a los patógenos periodontales de colonización tardía, P. 
gingivalis y A. actinomycetemcomitans, se observaron reducciones estadísticamente 
significativas en las UFC/mL después de 60 segundos de exposición a los extractos 
de EPA, a EtOH o a CHX 0,2% (p<0,001 en los tres casos), en comparación con el 
control negativo (exposición a PBS). Además, se obtuvo una reducción del 97.52% 
de las UFC/mL para P. gingivalis y del 91,36% para A. actinomycetemcomitans, tras 
60 segundos de exposición a los extractos de EPA (Tabla 7; Figura 24). Observando 
también en P. gingivalis la reducción de dos órdenes de magnitud con EPA y de uno 
con EtOH o CHX, mientras que en A. actinomycetemcomitans se produjo la reducción 
de un orden de magnitud con EPA y de ninguno con EtOH o CHX. Así mismo, en el 
caso P. gingivalis se encontraron diferencias estadísticamente significativas tanto al 
comparar la exposición a los extractos de EPA versus EtOH (p=0,002) como al 
comparar el efecto de EPA versus CHX 0,2% (p=0,014). Mientras que, en el caso de 
A. actinomycetemcomitans no se encontraron diferencias, ni al comparar la 
exposición a EPA versus EtOH (p=0,676) ni con CHX 0,2% (p=0,423). 
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Figura 24 – Representación de los box plot sobre el efecto en las unidades 
formadoras de colonias por mililitro (UFC/mL) de las seis especies bacterianas (So – 
Streptococcus oralis; An – Actinomices naeslundii; Vp – Veillonela parvula; Aa – 
Aggregatibacter actinomycetemcomitans; Pg - Porphyromonas gingivalis; Fn – 
Fusobacterium nucleatum) organizadas en biofilm, tras haber realizado el tratamiento 
con los extractos de EPA (100 μM/mL) durante 60 segundos de exposición. 
Realizando en cada caso comparaciones respecto a los controles: PBS (control 
negativo), EtOH (solvente) y CHX 0,2% (control positivo).
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Tabla 7 - Efecto antimicrobiano de los extractos de EPA en el numero medio de bacterias viables (expresado en UFC/mL) 
en el biofilm de crecimiento in vitro, cuantificadas mediante la técnica de qPCR.                                                                                                                   
*Los datos fueron expresados como medias con DE y fueron obtenidos a través del test ANOVA y las correcciones de Bonferroni para comparaciones múltiples. Los datos obtenidos a través del 
test Kruskal Wallis expresados como medianas y grados de libertad se incluyen en el apéndice 8.1. PBS: Tampón fosfato salino; EtOH: Etanol. 
Límite inferior Límite superior
PBS-EPA 4,57 x 10^7 3,64 x 10^7 5,50 x 10^7 <0,001
PBS 4,71 x 10^7 1,38x 10^7 PBS-EtOH 3,79 x 10^7 2,86 x 10^7 4,72 x 10^7 <0,001
EPA 1,34 x 10^6 5,12 x 10^5 PBS-CHX 4,54 x 10^7 3,61 x 10^7 5,47 x 10^7 <0,001
EtOH 9,17 x 10^6 2,46 x 10^6 EtOH-EPA 7,83 x 10^6  - 1,47 x 10^6 1,71 x 10^7 0,144
CHX 1,64 x 10^6 7,58 x 10^5 CHX-EPA 2,96 x 10^5  - 9,00 x 10^6 9,59 x 10^6 1,000
EtOH-CHX 7,53 x 10^6  - 1,76 x 10^6 1,68 x 10^7 0,177
PBS-EPA 3,57 x 10^6 2,59 x 10^6 4,56 x 10^6 <0,001
PBS 3,63 x 10^6 1,47 x 10^6 PBS-EtOH 3,02 x 10^6 2,04 x 10^6 4,01 x 10^6 <0,001
EPA 5,98 x 10^4 1,82 x 10^4 PBS-CHX 3,27 x 10^6 2,28 x 10^6 4,25 x 10^6 <0,001
EtOH 6,08 x 10^5 1,91 x 10^5 EtOH-EPA 5,48 x 10^5  - 4,39 x 10^5 1,54 x 10^6 0,768
CHX 3,66 x 10^5 1,30 x 10^5 CHX-EPA 3,06 x 10^5  - 6,81 x 10^5 1,29 x 10^6 1,000
EtOH-CHX 2,42 x 10^5  - 7,45 x 10^5 1,23 x 10^6 1,000
PBS-EPA 6,14 x 10^7 4,81 x 10^7 7,47 x 10^7 <0,001
PBS 6,43 x 10^7 1,66 x 10^7 PBS-EtOH 4,33 x 10^7 3,00 x 10^7 5,66 x 10^7 <0,001
EPA 2,94 x 10^6 8,30 x 10^5 PBS-CHX 4,63 x 10^7 3,30 x 10^7 5,96 x 10^7 <0,001
EtOH 2,10 x 10^7 3,14 x 10^6 EtOH-EPA 1,81 x 10^7 4,82 x 10^6 3,14 x 10^7 0,003
CHX 1,80 x 10^7 1,08 x 10^7 CHX-EPA 1,51 x 10^7 1,81 x 10^6 2,84 x 10^7 0,019
EtOH-CHX 3,00 x 10^6  - 1,03 x 10^7 1,63 x 10^7 1,000
PBS-EPA 2,13 x 10^6 1,32 x 10^6 2,94 x 10^6 <0,001
PBS 2,16 x 10^6 9,67 x 10^5 PBS-EtOH 1,50 x 10^6 6,88 x 10^5 2,31 x 10^6 <0,001
EPA 2,88 x 10^4 1,45 x 10^4 PBS-CHX 9,27 x 10^5 1,18 x 10^5 1,74 x 10^6 0,018
EtOH 6,66 x 10^5 5,88 x 10^5 EtOH-EPA 6,37 x 10^5  - 1,72 x 10^5 1,45 x 10^6 0,205
CHX 1,24 x 10^6 4,58 x 10^5 CHX-EPA 1,21 x 10^6 3,98 x 10^5 2,02 x 10^6 0,001
EtOH-CHX  - 5,70 x 10^5  - 1,38 x 10^6 2,39 x 10^5 0,336
PBS-EPA 1,23 x 10^7 1,12 x 10^7 1,35 x 10^7 <0,001
PBS 1,27 x 10^7 1,60 x 10^6 PBS-EtOH 1,07 x 10^7 9,61 x 10^6 1,19 x 10^7 <0,001
EPA 3,16 x 10^5 1,55 x 10^5 PBS-CHX 1,10 x 10^7 9,90 x 10^6 1,21 x 10^7 <0,001
EtOH 1,92 x 10^6 5,04 x 10^5 EtOH-EPA 1,60 x 10^6 4,77 x 10^5 2,73 x 10^6 0,002
CHX 1,63 x 10^6 2,18 x 10^5 CHX-EPA 1,32 x 10^6 1,93 x 10^5 2,44 x 10^6 0,014
EtOH-CHX 2,84 x 10^5  - 8,41 x 10^5 1,41 x 10^6 1,000
PBS-EPA 6,25 x 10^6 3,70 x 10^6 8,81 x 10^6 <0,001
PBS 6,84 x 10^6 3,40 x 10^6 PBS-EtOH 4,77 x 10^6 2,21 x 10^6 7,33 x 10^6 <0,001
EPA 5,91 x 10^5 3,18 x 10^5 PBS-CHX 4,55 x 10^6 2,00 x 10^6 7,11 x 10^6 <0,001
EtOH 2,07 x 10^6 7,91 x 10^5 EtOH-EPA 1,48 x 10^6  - 1,07 x 10^6 4,04 x 10^6 0,676
CHX 2,29 x 10^6 1,62 x 10^6 CHX-EPA 1,70 x 10^6  - 8,55 x 10^5 4,26 x 10^6 0,423






Comparaciones Diferencia de medias
IC 95% p  Post Hoc
So 9 <0,001
Tratamiento N Media DE p  Global
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5.3.2. Análisis mediante Microscopía Láser Confocal (CLSM) 
El análisis por CLSM mostró cómo, después de 72 h de incubación, los biofilms 
control cubrían toda la superficie de los discos de HA, formando una capa discontinua 
de células, entre las que se pueden distinguir las estructuras características de los 
biofilms con células agrupadas en “torres” multi-especies (Figura 25 A). Mientras que, 
se pudo observar que después de 60 segundos de exposición a los extractos de EPA 
(Figura 25 C), la reducción en la viabilidad celular fue muy pronunciada; observando 
también una -ligera- reducción en los biofilm expuestos a la solución de EtOH (Figura 
25 B) y a la CHX 0,2% (Figura 25 D) en relación con los biofilms control (Figura 25 A). 
    
    
Figura 25 – Máxima proyección de imágenes obtenidas por microscopía de 
barrido láser confocal (CLSM) de los biofilms de 72 h, donde se observa el 
crecimiento de esos biofilms sobre las superficies de los discos de HA, teñidas con 
LIVE/DEAD® BacLightTM Bacterial Viability Kit, tras 60 segundos de exposición: (A) al 
control negativo (PBS); (B) a la solución de EtOH; (C) a los extractos de EPA 
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5.3.3. Análisis mediante Microscopía Electrónica de Barrido (SEM) 
Se observó la formación del biofilm a las 72 h en discos de HA tras el 
tratamiento con PBS, EPA, EtOH o CHX al 0,2% (Figura 26).  
En los discos de HA tratados con PBS (Figura 26 A), utilizados como control 
de la formación del biofilm in vitro, se observó la presencia de bacterias sobre la 
superficie, bien como células individuales formando cadenas -características del 
género Streptococcus, pero también de Aggregatibacter-, o como agregados 
multicelulares, mostrando una organización estructural basada principalmente en la 
co-agregación célula a célula. También pudieron reconocerse en el biofilm los bacilos 
fusiformes característicos del género F. nucleatum, agrupados en una red 
tridimensional que parece conformar la estructura de la comunidad sésil.  
El análisis de los discos tratados con EPA (Figura 26 B) permitió observar 
diferencias relevantes -con respecto a los discos control-, observándose menor 
densidad de bacterias en la superficie, y de ellas, una alta proporción con daño a 
nivel estructural. Mientras que los discos tratados con EtOH (Figura 26 C) o CHX 0,2% 
(Figura 26 D) -aunque sí mostraron una reducción ligera en la densidad bacteriana- 
no fue tan marcada como la observada en el caso de los discos tratados con EPA 
(Figura 26 B).  
    
    
A B 
C D 
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Figura 26 – Microscopía electrónica de barrido (SEM) de biofilms de 72 
horas de evolución en discos de hidroxiapatita (HA) tratados con el control 
negativo: PBS (A), con EPA (B), con EtOH (C) o con el control positivo: CHX 0,2% 
(D). Se pudo observar una población bacteriana densa en los discos de HA tratados 
con PBS (A), formando capas discontinuas de bacterias adheridas a los discos. 
Mientras que, los biofilms de los discos tratados con EPA (B), se pudo observar una 
menor densidad de células distribuidas por la superficie del disco e incluso algunas 
de ellas manifestando daño estructural. Así mismo, en los discos tratados con EtOH 
(C) o CHX 0,2% (D), también se pudo observar una reducción -aunque más ligera que 
en los discos tratados con EPA (B)- en la densidad bacteriana presente en la 
superficie del disco. Pueden identificarse cadenas de Aggregatibacter y/o 
Streptococcus (Flecha azul) y bacilos fusiformes del género F. nucleatum (Flecha 
amarilla). Aumento (A-D): 1.500X.  
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6. DISCUSIÓN 
 
La información que aporta este estudio es de gran relevancia de cara al manejo 
de las enfermedades periodontales, al proporcionar evidencia sobre el éxito que 
tienen -en mayor o menor medida- los extractos de EPA y DHA a la hora de reducir 
la carga bacteriana total y la viabilidad celular, tanto en las bacterias en estado 
plantónico como en estado de biofilm. Demostrando además que los patógenos 
periodontales -S. oralis, A. naeslundii, V. parvula, F. nucleatum, P. gingivalis y A. 
actinomycetemcomitans- son susceptibles a la acción de estos extractos.  
Existe amplia evidencia sobre la etiología bacteriana de las enfermedades 
periodontales, y en concreto la periodontitis, así como sobre el hecho de que la 
presencia de bacterias periodonto patógenas específicas tiene un papel fundamental 
en el desarrollo de esta patología (Papapanou, Neiderud, Papadimitriou, Sandros, y 
Dahlen, 2000; Socransky y Haffajee, 2005; Socransky y cols. 1998). Por esta razón, 
el objetivo principal del tratamiento periodontal es la eliminación de estas bacterias 
periodonto patógenas, ya que la no eliminación de estas tras el tratamiento está 
íntimamente relacionada con la recibida y progresión de la periodontitis (Haffajee y 
Socransky, 1994; Haffajee y cols. 2006; Listgarten, 1988; Rams y Slots, 1996). 
Pese a esto, el tratamiento periodontal mecánico también tiene limitaciones, 
entre ellas figuran que la eliminación de las bacterias periodonto patógenas -tanto 
bacterias anaerobias estrictas como P. gingivalis y F. nucleatum (Mombelli y cols. 
2000) o en anaerobias facultativas como A. actinomycetemcomitans (Christersson, 
Slots, Rosling, y Genco, 1985; Kornman y Robertson, 1985; Mombelli y cols. 1994a; 
Slots y Rosling, 1983)- no siempre es posible. En ocasiones, para solventar esta 
limitación, nos vemos obligadas a utilizar coadyuvantes del tratamiento mecánico 
periodontal como son los productos antimicrobianos y antibióticos, que pese a poder 
presentar gran eficacia (Herrera, Alonso, y cols. 2008; Herrera, Matesanz, Bascones-
Martinez, y Sanz, 2012), también presentan grandes limitaciones, entre ellas los 
efectos adversos que es posible que produzcan (Serrano y cols. 2015). 
En relación con estos efectos adversos mencionados, y debido al incremento 
de las resistencias antibióticas surge la necesidad de buscar productos 
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coadyuvantes alternativos que no supongan una amenaza para la salud pública a 
nivel mundial y que, además de ser efectivos frente a los patógenos embebidos en el 
biofilm, sean seguros (Projan y Youngman, 2002).  
Cabe destacar que en varios estudios como en el Huang and Ebersole (2010), 
se ha demostrado que los extractos de LCn3PUFAs y, concretamente, EPA y DHA, 
podrían poseer relevantes efectos antisépticos frente a determinadas bacterias, sin 
poseer los riesgos -previamente mencionados- que conllevan otras sustancias. 
Debido a esto, el presente estudio evalúa la capacidad antimicrobiana de EPA y DHA 
frente a las bacterias periodonto patógenas en un modelo validado de biofilm 
formado in vitro, lo cual puede tener un impacto favorable en el desarrollo de nuevas 
estrategias para el manejo de la periodontitis.  
EPA y DHA -dos de los principales representantes de los LCn3PUFAs, y que 
se encuentran de manera natural en muchos organismos marinos (Amiri-Jami y cols. 
2014; Berge y Barnathan, 2005)- han sido reconocidos durante muchos años como 
potentes antimicrobianos frente a bacterias Gram-positivas y Gram-negativas. 
Además, como ya se ha comentado previamente, muchos estudios han demostrado 
que EPA y DHA tienen propiedades antinflamatorias (Amiri-Jami y cols. 2014; Berge 
y Barnathan, 2005; Calder, 2013a, 2015; Correia y cols. 2012; Correia y cols. 2013; 
Desbois y Lawlor, 2013; Mil-Homens y cols. 2012) y antioxidantes (Giordano y Visioli, 
2014), que pueden proporcionar numerosos beneficios adicionales en la terapia 
periodontal. A pesar de esto, se sabe poco a cerca de su espectro de actividades 
antimicrobianas o mecanismos de acción frente a los patógenos periodontales, 
especialmente en estado de biofilm.  
Por las razones anteriormente mencionadas, dos estudios han investigado 
recientemente el potencial antibacteriano de EPA y DHA frente a diversos patógenos 
orales, pero centrándose únicamente en el estudio de bacterias en estado 
planctónico (Choi y cols. 2013; Huang y Ebersole, 2010). Por otro lado, M. Sun y 
colaboradores investigaron en 2016 los potenciales efectos de EPA y DHA -tanto en 
estado planctónico como en biofilms mono-especie de dos patógenos 
periodontales: P. gingivalis y F. nucleatum-; así como estudiar las actividades 
antimicrobianas y anti-biofim de EPA y DHA y sus posibles mecanismos de acción 
(M. Sun y cols. 2016). Además, M. Sun y colaboradores en 2016 reflejaron que los 
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compuestos de EPA y DHA tienen capacidad antibacteriana en bacterias periodonto 
patógenas como P. gingivalis y F. nucleatum, tanto en estado planctónico como 
frente a estos dos patógenos en estado de biofilm (M. Sun y cols. 2016).  
Cabe destacar que los estudios mencionados emplearon bacterias aisladas 
para los análisis -salvo M. Sun y colaboradores en 2016, que estudiaron P. gingivalis 
y F. nucleatum en biofilms mono-especie de estas bacterias- (M. Sun y cols. 2016). 
Sin embargo, la gran mayoría de las bacterias en la naturaleza, y por ende en la 
cavidad oral, se encuentran organizadas en biofilms. Además, es ampliamente sabido 
que estos microorganismos en comunidad poseen propiedades diferentes a cuando 
se encuentran en estando planctónico, siendo una de ellas la mayor resistencia a los 
agentes antimicrobianos (Costerton, Stewart, y Greenberg, 1999; Gilbert, Das, y 
Foley, 1997; Gilbert, Maira-Litran, McBain, Rickard, y Whyte, 2002; Marsh, Moter, y 
Devine, 2011; Socransky y Haffajee, 2002; Stewart y Costerton, 2001). Algunos 
estudios señalan que la MIC de un organismo puede aumentar de 2 a 1000 veces 
cuando se encuentra formando parte de un biofilm (Stewart y Costerton, 2001), 
mientras que otros autores lo sitúan en 250 veces mayor que la MIC de la misma 
especie en estado planctónico (Sedlacek y Walker, 2007). De hecho, se han descrito 
diversos mecanismos de tolerancia a los agentes antimicrobianos (Hojo, Nagaoka, 
Ohshima, y Maeda, 2009), siendo uno de ellos que -como describieron Sedlacek and 
Walker (2007)- la resistencia bacteriana a los antimicrobianos parece estar 
relacionada con la maduración del biofilm, ya que han demostrado un incremento 
progresivo en la resistencia a los antibióticos a medida que maduran, con el máximo 
de resistencia alcanzada coincidiendo con la fase estacionaria de crecimiento del 
biofilm. Otro de los mecanismos de resistencia descritos, es que la matriz extracelular 
presente en la estructura de biofilm podría restringir la penetración de los agentes 
antimicrobianos, limitando su difusión al interior del biofilm, de manera que cuanto 
más pequeña sea una molécula, más fácil será que penetre. Acorde a lo observado 
en nuestro estudio, en planctónico tanto EPA como DHA presentan una efectividad 
similar; pero, en cambio, en el estado de biofilm, DHA parece ser más efectivo. La 
hipótesis que explica este fenómeno podría estar relacionada con la existencia de 
diferencias a nivel de la estructura tridimensional molecular de cada uno de los 
productos probados. De cualquier modo, son necesarios más estudios en esta línea 
para tratar de dilucidar si esta es la verdadera razón de este evento.  
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Estos hallazgos resaltan la necesidad de utilizar modelos de biofilm para 
probar la actividad antibacteriana de los productos antisépticos y por esta razón el 
presente estudio representa un paso más en el avance de la terapia periodontal, 
empleando un modelo de biofilm multi-especie de formación in vitro -validado por 
Sanchez y colaboradores en 2011- incluyendo seis especies relacionadas con las 
enfermedades periodontales (S. oralis, A. naeslundii, V. parvula, F. nucleatum, P. 
gingivalis y A. actinomycetemcomitans) (Sanchez y cols. 2011).  
Como han demostrado M. Sun y colaboradores en 2016, DHA y EPA no 
muestran citotoxicidad en las células de los tejidos humanos orales con una 
concentración de 100 μM (M. Sun y cols. 2016). Estos resultados son similares a los 
que obtuvieron Peng y colaboradores en 2012, demostrando que los mioblastos 
C2C12 mostraban una tasa de células viables del 95% tras el tratamiento con DHA o 
EPA (50 μM and 100 μM) (Peng y cols. 2012). Todo esto indicaba que, DHA o EPA no 
reducen la viabilidad bacteriana con estas concentraciones, esta es la razón por la 
que en estudios posteriores al mencionado se emplea la concentración de 100 μM. 
Los valores de MIC y MBC han demostrado que tanto EPA como DHA poseen 
actividad bactericida y bacteriostática frente a S. oralis, A. naeslundii, V. parvula, F. 
nucleatum, P. gingivalis y A. actinomycetemcomitans. Sin embargo, los valores de 
MIC encontrados en este estudio son diferentes a los de Choi y colaboradores en 
2013, posiblemente debido a cambios en la metodología incluyendo el tamaño del 
inóculo o las condiciones de incubación (Desbois y Smith, 2010). Además, la gran 
variabilidad genética entre las diferentes cepas bacterianas podría llevar a diferentes 
resultados (Correia y cols. 2012; Desbois y Smith, 2010). En el estudio de Choi y 
colaboradores en 2013 se incluyeron dos cepas de P. gingivalis (KCTC 5352 and 
KCTC 381) y F. nucleatum (KCTC 5105 and KCTC 5172), pero los valores de MIC 
entre las diferentes cepas bacterianas de la misma bacteria fueron muy diversas (Choi 
y cols. 2013). Además, los ácidos grasos empleados en el estudio de Choi y 
colaboradores en 2013 son tanto saturados -ácido palmítico, estérico y araquidónico- 
como insaturados -linoleico, alpha-linoleico, araquidónico, EPA y DHA-, a diferencia 
de en el presente estudio donde sólo se emplea EPA y DHA (Choi y cols. 2013).  
De acuerdo con las MIC empleadas (100 μM), en este estudio EPA o DHA 
mostraron completa inhibición del crecimiento planctónico y de la formación de 
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biofilm de S. oralis, A. naeslundii, V. parvula, F. nucleatum, P. gingivalis y A. 
actinomycetemcomitans. Estos resultados no coinciden con lo hallado en estudio de 
M. Sun y colaboradores en 2016, en el que se manifestó que 100 μM mataban 
completamente a P. gingivalis en la fase exponencial debido a su acción bactericida, 
mientras que la viabilidad EPA o DHA no inhibían o mataban completamente a F. 
nucleatum (M. Sun y cols. 2016).  
Los mecanismos que subyacen a los efectos inhibitorios de EPA o DHA frente 
a los patógenos orales aun se desconocen. Posiblemente -como se ha descrito en 
otros PUFAs- DHA y EPA afecten principalmente a la integridad de la membrana 
plasmática, conllevando al daño de esta y, por consiguiente, a la muerte celular 
(Desbois y Smith, 2010; Huang y Ebersole, 2010). De acuerdo con este mecanismo, 
los ácidos grasos se incorporarían en la membrana celular, dando como resultado 
una mayor fluidez y permeabilidad de la membrana; este efecto podría ser 
exacerbado por la presencia de dobles enlaces insaturados, ya que parecen ejercer 
un efecto tóxico hacia la membrana celular bacteriana (Correia y cols. 2012). 
De acuerdo con esto, nuestras observaciones de SEM permiten observar 
ligeros cambios morfológicos, por ejemplo, en Streptococcus o F. nucleatum, tras el 
tratamiento con 100 μM de EPA o DHA, se observan alteraciones en la membrana, 
llevando a la lisis y a una mayor agregación bacteriana. Estas observaciones 
coinciden con lo observado por M. Sun y colaboradores en 2016, quienes 
manifestaron observar alteraciones estructurales mediante SEM, tras el tratamiento 
con 100 μM EPA y DHA (M. Sun y cols. 2016). Además, han sido descritos eventos 
similares en otras bacterias ante la exposición a DHA, como en Burkholderia 
cenocepacia que se agregaba y formaba agrupaciones (Mil-Homens y cols. 2012), o 
en Helicobacter pylori que cambiaba de forma bacilar a forma de cocos (Correia y 
cols. 2012). Parece coherente asociar estos cambios con la reducción en la viabilidad 
bacteriana (Correia y cols. 2012; Mil-Homens y cols. 2012).  
En el análisis por qPCR del presente estudio se ha demostrado que los 
extractos probados (EPA y DHA) reducen significativamente (p<0,001) la viabilidad 
bacteriana de cada especie periodonto patógena probada, frente al control. Incluso 
EPA -en especies como V. parvula, F. nucleatum o P. gingivalis- muestra mayor poder 
antiséptico que la CHX 0,2% que es el antiséptico Gold standard. También en el 
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análisis por CLSM se ha observado de forma la efectividad -incluso superior a la CHX 
0,2%- de los extractos probados reduciendo la viabilidad celular. En el caso de la 
muestra tratada con DHA se ha detectado una bajísima señal verde (células vivas), 
detectando casi únicamente señal roja (células muertas); y de forma similar ha 
ocurrido en el caso del tratamiento con EPA, aunque de manera menos pronunciada.  
El hecho de que la CHX sea considerado como el antiséptico Gold standard 
ha podido ser demostrado en estudios previos, como el de Sanchez y colaboradores 
en 2017 o el de Al-Radha y colaboradores en 2013, donde se ha avalado como el 
agente antiséptico más idóneo y efectivo en la superficie de implantes, y de hecho 
superior a otros agentes antimicrobianos tanto in vitro como in vivo (Al-Radha, 
Younes, Diab y Jenkinson 2013; Sanchez y cols. 2017). Pese a que en el presente 
estudio se ha observado que los LNc3PUFAs pueden ser más efectivos que CHX, 
todavía hay que valorar la capacidad de formulación farmacológica que este producto 
presenta, así como su farmacocinética. Ya que una de las ventajas de las moléculas 
de CHX es que se unen de forma reversible a los tejidos orales, liberándose de forma 
lenta y sostenida (Bonesvoll, Lokken, y Rolla, 1974; Bonesvoll, Lokken, Rolla, y Paus, 
1974) permitiendo -gracias a su sustantividad (duración de la acción antiséptica in 
vivo y medida del tiempo de contacto entre el agente y el substrato en un medio 
concreto- que sus efectos antimicrobianos se mantengan hasta 12 h (Schiott y cols. 
1970). Por esta razón, se necesita más investigación con relación a este aspecto, 
debemos estudiar la sustantividad de los extractos de EPA y DHA, así como su 
farmacocinética, para poder considerar a estos extractos como alternativas reales al 
producto considerado actualmente como Gold standard: la CHX. 
M. Sun y colaboradores en 2016 han descrito que, para prevenir las 
infecciones de forma más efectiva, no solo se debe prevenir la formación del biofilm, 
sino que también debemos inhibir aquellos biofilms ya formados (M. Sun y cols. 
2016). De forma interesante, en nuestro estudio, DHA o EPA no solo han demostrado 
inhibir la formación, sino también ocasionar la destrucción de biofilms maduros. Este 
efecto puede ser principalmente debido a la reducción en el crecimiento bacteriano, 
que se refleja con un menor espesor del biofilm y mayor muerte celular, que a su vez 
se relaciona con un incremento en la expresión de la señal de tinción roja por CLSM 
(Zhou y cols. 2014).  
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Así pues, los resultados de esta investigación sugieren que EPA y DHA reúnen 
efectos antimicrobianos ideales frente a patógenos periodontales en estado 
planctónico o de biofilm. Han demostrado no ser citotóxicos, así como reducir 
significativamente el recuento bacteriano de las bacterias incluidas en el modelo de 
biofilm in vitro. Por lo tanto, se sugiere que EPA o DHA pueden ser firmemente 
propuestos como agentes terapéuticos adecuadas para la prevención y tratamiento 
de la periodontitis.  
Hasta donde sabemos, el presente estudio es el primero que ha evaluado el 
efecto antibacteriano de los extractos de EPA y DHA en un modelo validado de biofilm 
multi-especies in vitro (Sanchez y cols. 2011). Sin embargo, también se deben 
reconocer algunas limitaciones, entre las que se incluyen: que en este modelo solo 
se consideran seis de las especies dentro del gran número de especies que pueden 
encontrarse en la bolsa periodontal, además es un modelo de biofilm estático y en su 
diseño actual no involucra el efecto de las células del sistema inmune. Además, con 
respecto a los extractos analizados como potenciales agentes antimicrobianos, nos 
encontramos con una importante limitación: en su formulación comercial están 
disueltos en EtOH a concentraciones diferentes en cada uno de ellos. Esto nos obliga 
a incluir EtOH en nuestros experimentos como control (a la misma concentración que 
la encontrada en cada uno de los productos comerciales) para descartar que el 
potencial efecto antiséptico de estos agentes sea debido a este y no realmente a los 
extractos probados; con las consiguientes complicaciones que conlleva un control 
más en el experimento. Así mismo, es conveniente tener en cuenta que en la 
actualidad existe tendencia a eliminar el EtOH de los colutorios, por los posibles 
efectos negativos que este puede ocasionar en las mucosas; por lo que, de acuerdo 
con esta tendencia y de cara al posible futuro desarrollo de un colutorio basado en 
estos extractos, sería relevante conseguir solubilizar estos productos en otro agente 
distinto del EtOH. 
Por lo tanto, los resultados del presente estudio deben ser interpretados con 
cautela, siendo necesarios estudios futuros en modelos de biofilm de flujo dinámico 
y en modelos animales in vivo, que revelen si los extractos de EPA y DHA podrían 
suponer un avance real en la terapia periodontal.  
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7. CONCLUSIONES 
 
Los resultados de esta investigación proporcionan evidencia de que los 
extractos tanto de EPA como de DHA presentan capacidad antibacteriana frente a 
seis especies bacterianas organizadas en biofilm en un modelo validado de biofilm in 
vitro. 
De manera específica, se puede concluir que: 
• En relación con los datos de MICs y MBCs obtenidos, se puede afirmar que 
los extractos naturales tanto de EPA como de DHA manifiestan su mayor potencial 
antimicrobiano, frente los patógenos periodontales S. oralis, A. naeslundii, V. parvula, 
F. nucleatum, P. gingivalis y A. actinomycetemcomitans, en estado planctónico. 
• Con respecto a la capacidad antibacteriana, los extractos de EPA y DHA 
(100 μM/mL) produjeron reducciones significativas de dos a tres órdenes de magnitud 
en las UFC/mL de S. oralis, A. naeslundii, V. parvula, F. nucleatum, P. gingivalis y A. 
actinomycetemcomitans, en el modelo de biofilm in vitro, tras 60 segundos de 
exposición, por lo que se puede determinar que los agentes probados tienen eficacia 






























Tabla 8 - Efecto antimicrobiano de los extractos de DHA en el numero medio 
de bacterias viables (expresado en UFC/mL) en el biofilm de crecimiento in vitro, 
cuantificadas mediante la técnica de qPCR. Los datos fueron expresados como 
medianas y grados de libertad obtenidos a través del test Kruskal Wallis. PBS: 
Tampón fosfato salino; EtOH: Etanol. 
 
 
PBS 3,18 x 10^1 4,87 x 10^7
DHA 5 x 10^0 6,76 x 10^3
EtOH 2,32 x 10^1 9,68 x 10^6
CHX 1,40 x 10^1 6,69 x 10^5
PBS 3,09 x 10^1 1,13 x 10^6
DHA 5 x 10^0 2,76 x 10^3
EtOH 2,41 x 10^1 1,45 x 10^6
CHX 1,40 x 10^1 2,42 x 10^5
PBS 3,19 x 10^1 1,63 x 10^7
DHA 5 x 10^0 3,77 x 10^4
EtOH 2,20 x 10^1 9,59 x 10^6
CHX 1,51 x 10^1 3,87 x 10^6
PBS 2,84 x 10^1 1,45 x 10^6
DHA 5 x 10^0 1,56 x 10^3
EtOH 1,60 x 10^1 4,71 x 10^5
CHX 2,46 x 10^1 1,75 x 10^6
PBS 3,20 x 10^1 1,30 x 10^7
DHA 5 x 10^0 3,87 x 10^3
EtOH 2,20 x 10^1 5,93 x 10^5
CHX 1,50 x 10^1 9,41 x 10^5
PBS 3,12 x 10^1 8,89 x 10^6
DHA 5 x 10^0 6,26 x 10^3
EtOH 2,35 x 10^1 3,21 x 10^6







Tratamiento N Mediana Intervalo Intercuartil
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8.1.2. EPA 
 
Tabla 9 - Efecto antimicrobiano de los extractos de EPA en el numero medio 
de bacterias viables (expresado en UFC/mL) en el biofilm de crecimiento in vitro, 
cuantificadas mediante la técnica de qPCR. Los datos fueron expresados como 
medianas y grados de libertad obtenidos a través del test Kruskal Wallis. PBS: 








PBS 3,20 x 10^1 1,93 x 10^7
EPA 8,33 x 10^0 7,09 x 10^5
EtOH 2,30 x 10^1 4,52 x 10^6
CHX 1,07 x 10^1 1,29 x 10^6
PBS 3,20 x 10^1 2,10 x 10^6
EPA 5 x 10^0 3,43 x 10^4
EtOH 2,15 x 10^1 2,99 x 10^5
CHX 1,55 x 10^1 1,88 x 10^5
PBS 3,16 x 10^1 1,96 x 10^7
EPA 5,44 x 10^0 1,33 x 10^6
EtOH 2,01 x 10^1 4,43 x 10^6
CHX 1,69 x 10^1 1,83 x 10^7
PBS 2,95 x 10^1 1,92 x 10^6
EPA 5 x 10^0 2,16 x 10^4
EtOH 1,58 x 10^1 3,64 x 10^5
CHX 2,37 x 10^1 9,59 x 10^5
PBS 3,20 x 10^1 3,14 x 10^6
EPA 5 x 10^0 1,72 x 10^5
EtOH 1,98 x 10^1 8,61 x 10^5
CHX 1,72 x 10^1 4,05 x 10^5
PBS 3,08 x 10^1 6,03 x 10^6
EPA 5,78 x 10^0 5,01 x 10^5
EtOH 1,91 x 10^1 1,22 x 10^6
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8.2. Abreviaturas 
 
AAP: Academia Americana de Periodoncia  
A. a / A. actinomycetemcomitans: Aggregatibacter actinomycetemcomitans 
A. n / A. naeslundii: Actinomyces naeslundii 
AC – PACS: A-type proanthocyanidins (Proantocianidinas de tipo A) 
BHI: Brain-Heart Infusion (Infusión cerebro-corazón) 
CIAL: Instituto de Investigación en Ciencias de la Alimentación 
CHX: Digluconato de clorhexidina 
CLSM: Confocal laser scanning microscopy (Microscopía de barrido laser confocal) 
Cq: Ciclo de cuantificación 
Ct: Umbral del ciclo 
DART: Pruebas relacionadas con la dieta y el infarto  
DHA: Ácido docosahexaenoico  
DMSO: Dimethyl sulfoxide (Dimetilsulfóxido) 
DS / SD: Desviación estándar / Standard deviation 
EFP: Federación Europea de Periodoncia  
EGCG: Epigallocatechin gallate (Galato de epigalocatequina) 
EPA: Ácido eicosapentaenoico 
ETEP: Etiología y Terapéutica de las Enfermedades Periodontales 
EtOH: Etanol  
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FA-EE: Forma etil éster  
FDI: Federación Dental Internacional  
F. n / F. nucleatum: Fusobacterium nucleatum 
HA: Hidroxiapatita  
ICTS: Centro nacional de microscopía electrónica  
IP: Ioduro de propidio  
Log: Logaritmo 
LCn3PUFAs: n-3 PUFAs  
MBC: Minimum bactericidal concentration (Concentración mínima bactericida)  
MIC: Minimum inhibitory concentration (Concentración mínima inhibitoria)  
MI: Infarto de miocardio  
PUFA: Ácidos grasos poliinsaturados de cadena larga  
NMD: Non-dialyzable constituent fraction of cranberry (Fracción no dializable del 
arándano rojo) 
PBS: Phosphate buffer saline (Solución salina tamponada con fosfato) 
P. g / P. gingivalis: Porphyromonas gingivalis 
PMA: Propidium monoazide (Propidio de monoazida) 
qPCR: Quantitative real-time polymerase chain reaction (Reacción cuantitativa en 
cadena de la polimerasa en tiempo real) 
ROS: Especies reactivas de oxígeno  
RA: Artritis reumatoide  
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SEM: Scanning electron microscopy (Microscopía electrónica de barrido) 
S. o / S. oralis: Streptococcus oralis 
UFC/mL / CFU/mL: Unidades formadoras de colonias por mililitro / Colony forming 
units per milliliter 
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8.3. Divulgación de los resultados de esta investigación  
 
8.3.1. Comunicaciones formato Póster en congresos nacionales 
 
• Actividad antimicrobiana de ácidos grasos Omega-3 frente a bacterias 
patógenas orales. Un estudio in vitro. 
Andrea Alonso, Honorato Ribeiro-Vidal, María del Carmen Sánchez, Maria 
José Ciudad, Luis Rodolfo Collado, David Herrera, Mariano Sanz, Elena 
Figuero, Bettina Alonso. 
XVII Curso de metodología de investigación en Periodoncia y Osteointegración 
Oviedo, 22 y 23 de febrero de 2019 
 
8.3.2. Comunicaciones Orales en congresos nacionales e internacionales  
 
• Antimicrobial Activity of Omega-3 Fatty Acids Against Oral Pathogenic 
Bacteria.  
Andrea Alonso, Honorato Ribeiro-Vidal, María del Carmen Sánchez, Bettina 
Alonso, Elena Figuero, Maria José Ciudad, Luis Rodolfo Collado, David 
Herrera, Mariano Sanz. 
CED-IADR/NOF Oral Health Research Congress 2019  
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